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PRÉAMBULE 
Les plaquettes sanguines ont comme rôle principal de prévenir les hémorragies et sont 
produites dans la lumière des sinusoïdes de la moelle osseuse à partir des mégacaryocytes. 
Au cours de la mégacaryopoïèse, les cellules souches hématopoïétiques se différencient en 
progéniteurs puis subissent une maturation pour produire les mégacaryocytes capables de 
libérer des plaquettes. Les différentes étapes menant de la cellule souche hématopoïétique 
au mégacaryocyte mature sont soutenues par des microenvironnements particuliers, 
composés de cellules, de matrices extra-cellulaires et de cytokines. Bien que les connaissances 
aient beaucoup progressé, de nombreuses questions subsistent concernant le rôle et la nature 
des microenvironnements nécessaires aux différentes étapes de la mégacaryopoïèse.  
Le but de cette thèse était de mieux comprendre l’influence du microenvironnement et plus 
particulièrement des cellules stromales (cellules mésenchymateuses et cellules endothéliales) 
dans la mégacaryopoïèse. Au-delà d’un aspect fondamental d’étude des mécanismes encore 
peu documentés qui participent à la libération des plaquettes, ce travail présente comme 
application possible d’améliorer les méthodes de culture des plaquettes, qui présentent 
encore de très faibles rendements, et seraient à même d’être utilisées en transfusion. 
Les travaux réalisés pendant cette thèse ont permis premièrement d’identifier des cellules du 
microenvironnement du foie fœtal favorisant l’orientation des progéniteurs vers la voie 
mégacaryocytaire et deuxièmement d’aborder le rôle unique des cellules endothéliales de la 
moelle dans les étapes finales de la mégacaryopoïèse.  
Cette introduction bibliographique est divisée en deux grandes parties. Dans la première sera 
présentée la mégacaryopoïèse en abordant le mégacaryocyte, les plaquettes, et les molécules 
connues pour être impliquées dans ce processus. Dans la seconde, sera abordée la notion de 
microenvironnement de la mégacaryopoïèse avec la description des deux tissus principaux 
capables de la soutenir: le foie fœtal et la moelle osseuse chez l’adulte. Les constituants de 
ces tissus et plus principalement les cellules mésenchymateuses et endothéliales seront 
décrites de manière générale et dans le contexte de la mégacaryopoïèse.
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A. INTRODUCTION 
 
I. Les plaquettes et le mégacaryocyte 
1. Les plaquettes 
Les plaquettes sanguines sont des petits éléments cellulaires (2-5 μm) anucléés du sang 
(Boneu, 1997). Elles ont été décrites pour la première fois en 1881 par G. Bizzozero comme 
des nouveaux éléments du sang nommés « Plättchen » et responsables des trombi (Bizzozero, 
1882). En 1902, J.H. Wright les définit comme étant des corps ovales ayant la taille d’un demi 
ou d’un tiers de globule rouge (Wright, 1902). C’est également le premier, en 1906, à mettre 
en évidence leur origine mégacaryocytaire dans la moelle osseuse (Wright, 1906). Les 
plaquettes sont uniquement présentes chez les mammifères, chez les autres vertébrés sont 
retrouvés les thrombocytes qui sont eux, nucléés (Levin, 1997). En France, le nombre moyen 
de plaquettes est de 269 x 109 plaquettes par litre de sang chez les hommes et 394 x 109 chez 
les femmes, leur durée de vie est de 5 à 7 jours dans le sang (Troussard et al., 2014). Ce nombre 
diffère selon l’âge, le sexe et l’origine ethnique (Balduini and Noris, 2014). 
a) Fonctions principales des plaquettes 
 Leur rôle principal en physiologie est d’assurer l’hémostase. Lors du développement, leur 
présence est nécessaire à la bonne différenciation des vaisseaux sanguins et lymphatiques via 
CLEC-2 (protein C-type lectin-like receptor-2) (Bertozzi et al., 2010). Elles ont également été 
impliquées dans les mécanismes de l’immunité (Semple et al., 2011) et de l’extravasation 
leucocytaire (Zuchtriegel et al., 2016). Dans des conditions pathologiques elles contribuent 
principalement à la thrombose (Packham, 1994) mais aussi au cancer (Honn et al., 1992). 
i. En conditions physiologiques 
Les plaquettes assurent l’hémostase primaire, c’est-à-dire prévenir les hémorragies et 
permettre l’arrêt du saignement. En cas de brèche dans l’endothélium, le sous-endothélium 
constitué de matrice extra-cellulaire est exposé à la circulation sanguine. Les plaquettes 
peuvent alors reconnaître le collagène via le récepteur GPVI et le facteur Willebrand (vWf) via 
le complexe GPIb/V/IX (F. Lanza, 2008). Les plaquettes vont alors adhérer et s’activer 
entraînant leur changement de forme et leur étalement. Les plaquettes activées sécrètent 
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également le contenu de leurs granules dont l’ADP (adénosine diphosphate) et produisent du 
thromboxane A2 qui amplifient leur activation. Les plaquettes agrègent alors en recrutant 
d’autres plaquettes au sein du clou plaquettaire via l’intégrine αIIbβ3 (GPIIb-IIIa) et le 
fibrinogène. Le clou ainsi formé permettra alors de combler la brèche et limiter l’hémorragie, 
c’est la première phase de l’hémostase. En parallèle de ce mécanisme est activée l’hémostase 
secondaire : la coagulation. L’exposition du sous-endothélium va, via l’exposition du facteur 
tissulaire, initier la voie extrinsèque de la coagulation permettant au final la conversion de la 
prothrombine en thrombine. La thrombine formée permet de stabiliser le clou hémostatique 
suite au clivage du fibrinogène plasmatique en fibrine qui forme un réseau insoluble. La 
thrombine est aussi un puissant activateur des plaquettes (Holinstat, 2017; Hou et al., 2015). 
Ce réseau de fibrine peut ensuite servir de matrice pour la reconstruction de l’endothélium 
lésé (van Hinsbergh et al., 2001). Les plaquettes activées exposent des phosphatidylsérines 
rendant leur surface chargée négativement. Ceci participe à la génération de thrombine 
(Wood et al., 2011) (Figure 1). 
Semple et collaborateur ont rédigé une revue résumant les rôles des plaquettes dans 
l’immunité (Semple et al., 2011). Tout d’abord, les plaquettes peuvent être le lieu de stockage 
ou synthétiser des cytokines impliquées dans des mécanismes immunitaires tels que le TGFβ1 
(Transforming Growth Factor β) (Blakytny et al., 2004) et l’IL-1 (Sedlmayr et al., 1995). Elles 
expriment le CCL5 (C-C motif ligand 5) qui en association avec la molécule HNPI (Human 
Neutrophil Peptide 1) sécrétée par les neutrophiles permet le recrutement des monocytes 
(Alard et al., 2015). De plus, les plaquettes expriment les toll-like récepteurs (TLR) à leur 
surface (Shiraki et al., 2004) qui peuvent se lier dans le cas du TLR-4 aux lipopolysacharrides 
(LPS) des bactéries. Elles ont donc été directement impliquées dans l’inflammation liée à des 
maladies infectieuses telles que le sepsis (Claushuis et al., 2018).  
Les plaquettes auraient également un rôle dans le développement vasculaire lors de 
l’embryogenèse. La molécule CLEC-2 exprimée à la surface plaquettaire interagit avec la 
podoplanine présente sur la surface des cellules endothéliales lymphatiques. Cette liaison 
active la voie de signalisation SLP-76 (H2 domain containing leukocyte protein of 76kDa) 
permettant le développement et le maintien des vaisseaux lymphatiques (Bertozzi et al., 
2010). 
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ii. En conditions pathologiques 
La thrombose correspond à la formation d'un thrombus pouvant obturer un vaisseau sanguin. 
La thrombose artérielle est un processus survenant généralement dans des vaisseaux 
présentant un épaississement de la paroi vasculaire suite à la formation de plaques 
d’athérosclérose en particulier au niveau des embranchements des artères. Elle peut conduire 
Figure 1 : Hémostases primaire et secondaire 
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à l’infarctus du myocarde ou à un accident vasculaire cérébral. Plusieurs molécules impliquées 
dans la thrombose artérielle ont été mises en évidence telles que : le collagène, le vWf, la 
thrombine (Hechler et al., 2010), la phospholipase Cγ2 (Nonne et al., 2005) ou encore le 
récepteur P2X1 (Hechler et al., 2003). 
La thrombose veineuse a majoritairement lieu dans les membres inférieurs où les petites 
veines et veinules possèdent de nombreuses valves. De nombreux facteurs de risques existent 
tels que l’obésité, l’hypertension, le diabète ou les thérapies hormonales (Koupenova et al., 
2017). La thrombose veineuse est à l’origine des embolies pulmonaires.  
Des particularités anatomiques combinées à des facteurs de risque tels que l’immobilisation 
(entraînant une baisse de flux), une maladie plaquettaire, une hypercoagulation et/ou une 
perte de l’intégrité vasculaire pourraient être à l’origine de thrombi. Cependant, un seul de 
ces facteurs n’est pas suffisant pour induire un thrombus et l’origine de l’initiation de celui-ci 
est encore débattue (Aird, 2007). 
Les plaquettes seraient également impliquées dans le cancer lors des différentes étapes des 
métastases. Lorsque les cellules tumorales échappent à la tumeur primaire et se retrouvent 
circulantes, les plaquettes les prennent en charge dans un thrombus afin de les protéger des 
cellules immunitaires et notamment des Natural Killer (NK) (Nieswandt et al., 1999). De plus, 
la thrombine favorise la prolifération des cellules tumorales et réduit l’apoptose (Adams et al., 
2015; Chen et al., 2008). Les plaquettes faciliteraient également l’extravasation des cellules 
tumorales aux sites distants notamment via leurs nombreuses intégrines (Mammadova-Bach 
et al., 2015; Schlesinger, 2018). 
 
 
b) Structure générale de la plaquette  
Les plaquettes ont plusieurs spécificités dont la présence de différents granules, d’un système 
canaliculaire ouvert et d’une bande marginale composée de microtubules (Figure 2).  
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i. Les granules plaquettaires 
Trois types de granules plaquettaires sont présents dans les plaquettes : les granules alpha, 
denses et les lysosomes. Ces granules sont facilement reconnaissables en microscopie 
électronique à transmission. Ces granules contiennent des facteurs/composés responsables 
des fonctions plaquettaires (Tableau 1). Il est suggéré que la libération du contenu des 
granules se fait notamment sous la dépendance des forces contractiles du squelette d’acto-
myosine (Léon et al., 2007). 
 Les granules alpha :  
Ces granules sont au nombre de 80 en moyenne dans les plaquettes et ont un diamètre moyen 
de 200 nm (Sixma et al., 1989). Ils contiennent des molécules nécessaires aux fonctions 
plaquettaires telles que le vWf, le fibrinogène, la P-séléctine ou encore le facteur de 
coagulation V (King and Reed, 2002).  
 Les granules denses :  
Ils sont facilement reconnaissables en microscopie électronique à transmission puisque le Ca2+ 
qui y est contenu est dense aux électrons. Le nombre moyen de granules par plaquette 
augmente avec l’âge avec en moyenne 1 granule par plaquette chez le nouveau-né puis 7 
entre 20 et 30 ans pour un maximum de 10 granules par plaquettes à partir de 40 ans (Kessler 
Figure 2 : Structure et organisation de la plaquette en microscopie électronique 
Image : Anita ECKLY (UMR_S1255, EFS-Grand Est)  
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et al., 1995). Ces granules ont un diamètre proche des granules alpha avec une moyenne 
comprise entre 250 et 300 nm de diamètre. Ils contiennent la sérotonine, l’ATP (adénosine 
triphosphate), l’ADP, le calcium et du pyrophosphate (Holmsen and Weiss, 1979).  
 Les lysosomes :  
Ces granules contiennent principalement des glycohydrolases et des protéases telles que les 
cathepsines D et E ou la collagénase. Ils mesurent entre 175 et 250 nm. 
 
ii. Le système canaliculaire 
Les plaquettes possèdent un système canaliculaire ouvert décrit pour la première fois en 1967 
par Behnke, qui est un réseau de membranes internes et interconnectées s’abouchant à la 
membrane plasmique de la plaquette (Behnke, 1967). Ce système assure le transport de 
molécules entrant ou sortant de la plaquette. De nombreuses protéines telles que le 
fibrinogène ou le facteur tissulaire sont importées du plasma via ce système canaliculaire pour 
être redirigées ensuite vers les granules (Escolar et al., 2008; Escolar and White, 1991; White 
and Clawson, 1980).  
 
iii. Le cytosquelette 
Le cytoplasme plaquettaire est riche en protéines du cytosquelette. La forme discoïde des 
plaquettes est maintenue grâce à la présence d’une bande marginale composée d’un 
enroulement de microtubule (8 à 12 spires) qui forme un anneau à sa périphérie et exerce une 
force de tension sous la membrane plasmique (Italiano et al., 2003; White, 1968). Outre les 
tubulines qui constituent les microtubules, leur cytosquelette est composé d’actine et de 
myosine IIA. Le cytoplasme plaquettaire contient aussi des mitochondries, du réticulum 
endoplasmique lisse (aussi appelé « système tubulaire dense »), occasionnellement du 
réticulum endoplasmique granulaire, que l’on retrouve notamment dans les plaquettes « 
jeunes », et plus rarement de l’appareil de golgi (Boneu, 1997; Kieffer et al., 1987). 
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Tableau 1 : Composition des granules plaquettaires 
D’après (McNicol and Israels, 1999). En violet sont représentés les facteurs produits par le 
MK.  
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2. Le mégacaryocyte  
Le mégacaryocyte (MK) est une cellule hématopoïétique de grande taille, d’un diamètre de 30 
à 60 µm in situ chez l’Homme et de 20 à 30 µm chez la souris (Schmitt et al., 2001), présente 
dans la moelle osseuse chez l’adulte et dont le nom signifie cellule à gros noyau. Elle permet 
la production des plaquettes sanguines et leur libération dans le réseau vasculaire médullaire. 
C’est une cellule rare puisqu’elle représente seulement 0,01% des cellules nucléées de la 
moelle osseuse (Nakeff and Maat, 1974) avec une densité estimée à 9 MK/mm2 (Schmitt et 
al., 2001). Le MK a été observé pour la première fois en 1864 par Robin (Robin, 1864) et décrit 
ensuite par (Howell, 1890).  
 
a) Propriétés 
Le MK est caractérisé par un noyau polylobé et polyploïde. Son cytoplasme présente un 
système de démarcation membranaire (DMS) ainsi que les corps multi-vésiculaires ébauches 
des futurs granules. En dessous de la membrane plasmique se trouve la zone périphérique, 
dépourvue de DMS mais riche en filaments d’actine (Tablin et al., 1990) (Figure 3). 
 
 
 
 
Figure 3 : Mégacaryocyte in situ en microscopie électronique 
Image : Anita ECKLY (UMR_S1255, EFS-Grand Est)  
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i. La polyploïdie 
Le MK a comme caractéristique d’être une cellule polyploïde allant de 4 à 128N (Mazur et al., 
1988) avec une ploïdie moyenne de 16N (Levine et al., 1982). Cette polyploïdie résulte 
d’endomitoses successives entrainant une réplication de l’ADN (acide désoxyribonucléique) 
du MK sans cytokinèse. Le degré de ploïdie du MK est directement relié à son état de 
maturation même si des MK de seulement 2N ou 4N sont également capables de produire des 
plaquettes. Ces MK sont déjà présents dans le sac vitellin (Potts et al., 2014). Il a été suggéré 
que la polyploïdisation du MK permettrait, pour une synthèse équivalente d’ADN, d’obtenir 
un volume plus important de cytoplasme que lors d’une mitose. Ce volume permettant 
ensuite une meilleure efficacité de production de plaquettes. Il n’y a pas de pathologie connue 
due uniquement à un défaut de polyploïdisation du MK. Cependant, les syndromes 
myélodysplasiques sont presque toujours associés à une hypoploïdie des MK. Dans les 
leucémies aigües mégacaryoblastiques, les MK sont diploïdes reflétant un arrêt de la 
maturation des MK (Mazzi et al., 2018). 
ii. Le système de membrane invaginée 
Une autre particularité du MK est la présence d’un système de membranes invaginées 
originellement appelé le DMS (figure 3). Cette membrane se forme par invagination de la 
membrane plasmique (Behnke, 1968) avec laquelle elle est en continuité (Mahaut-Smith et 
al., 2003) et croît ensuite via l’apport de membrane à partir de l’appareil de Golgi et 
éventuellement l’apport de lipides via le réticulum endoplasmique (Eckly et al., 2014). Le DMS 
forme le réservoir de membrane plasmique nécessaire à l’extension des proplaquettes par le 
MK et à la formation des plaquettes (Schulze et al., 2006). L’importance d’un DMS 
correctement structuré pour assurer les fonctions du MK est mise en évidence dans plusieurs 
modèles murins. Les souris déficientes pour la myosine IIA dans la lignée mégacaryocytaire 
sont thrombopéniques et présentent un DMS désorganisé, dilaté et contenant des structures 
de type vacuolaire. Ces MK présentent également un défaut de formation des plaquettes in 
vitro (Eckly et al., 2009). Il a également été montré un DMS moins développé ainsi qu’une zone 
périphérique plus épaisse dans les MK les plus matures d’un modèle murin du syndrome de 
Bernard-Soulier (Strassel et al., 2009). 
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iii. Les corps multi-vésiculaires et les granules 
Les granules des plaquettes sont déjà présents dans les MK matures. Il est maintenant admis 
que ces granules ont pour origine les corps multi-vésiculaires ou « multivesicular bodies » 
(MVB) (Heijnen et al., 1998; King and Reed, 2002). Les MVBs sont souvent localisés près du 
Golgi et plus précisément du trans-Golgi qui les alimente en protéines néosynthétisées (vWf, 
PF4 (platelet factor 4), β-thromboglobuline…). Les MVB se chargent également en protéines 
d’origine extra-cellulaire comme le fibrinogène qui est importé par endocytose via la GPIIb-
IIIa car le MK possède une forte activité d’endocytose (Bentfeld-Barker and Bainton, 1982; 
Heijnen et al., 1998). 
 
b) Identification du mégacaryocyte  
Le MK est facilement reconnaissable en microscopie optique de par sa grande taille et son 
noyau polylobé. Historiquement les MK étaient enrichis par élutriation ou sur la base de leur 
vitesse de sédimentation dans un gradient d’albumine et identifiés par une réaction colorée 
de l’activité acétylcholinestérase chez la souris (Nakeff and Floeh, 1976). Chez l’homme, 
l’activité acétylcholinestérase ne permet pas d’identifier les MK, c’est alors l’expression de 
glycoprotéines essentielles aux fonctions plaquettaires comme la GPIIbIIIa (CD41 et CD61) qui 
est détectée à la surface des MK par des anticorps monoclonaux (Erber et al., 1987).  
Le développement d’anticorps monoclonaux, dirigés contre un nombre croissant de protéines 
de surface, et de la cytométrie en flux ont ainsi permis d’analyser plus en détail les populations 
de MK et de leurs progéniteurs. L’analyse de la quantité d’ADN nucléaire par cytométrie en 
flux est ainsi corrélée avec la maturité des MK (Nakeff et al., 1979).  
Chez l’homme et la souris, le MK au stade avancé de différenciation est classiquement 
reconnu par l’expression du marqueur CD41 ou intégrine IIb, une sous-unité du complexe 
GPIIb-IIIa et du marqueur CD42 ou GPIb une sous-unité du complexe GPIb-V-IX. Ces deux 
marqueurs apparaissent progressivement au cours de la mégacaryopoïèse puisque CD41 est 
déjà présent sur le progéniteur MK (MKp) (Miyawaki et al., 2017) et ont leur maximum 
d’expression dans le MK mature (Lepage et al., 2000; Vainchenker et al., 1982). Le MK exprime 
également d’autres marqueurs qu’il partage avec les autres cellules hématopoïétiques tels 
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que CD45, CD9 ou encore CD31 (pour revue chez la souris : (Huang and Cantor, 2009); chez 
l’homme : (Tomer, 2004). 
 
II. La mégacaryopoïèse et la thrombopoïèse 
Comme toutes les cellules hématopoïétiques, le MK dérive des cellules souches 
hématopoïétiques à l’issue d’un long processus cellulaire d’engagement, de différenciation, 
de prolifération et enfin de maturation.  
 
1. L’hématopoïèse  
a) Les cellules souches hématopoïétiques 
Les cellules souches hématopoïétiques (CSH) sont des cellules multipotentes capables 
d’autorenouvellement (Keller and Snodgrass, 1990) pouvant donner naissance à toutes les 
cellules sanguines de la lignée hématopoïétique (Figure 4). L’autorenouvellement correspond 
à leur capacité à se diviser en deux CSH filles dont l’une au moins, possède exactement les 
mêmes propriétés que la cellule mère sans se différencier. Un équilibre est maintenu entre 
les divisions symétriques permettant à une CSH de se diviser en deux CSH et les divisions 
asymétriques, où une CSH se divise en une autre CSH et une cellule plus engagée (Schroeder, 
2007). La première démonstration expérimentale de la présence de CSH dans la moelle 
osseuse de souris a été réalisée en 1961 par Till et McCulloch (Till and McCulloch, 1961). Par 
la suite de nombreuses études se sont appliquées à identifier phénotypiquement les cellules 
de la moelle osseuse capables de reconstituer le système hématopoïétique de souris irradiées. 
En 1985, Bertoncello utilise le marqueur Rhodamine 123, un fluorochrome se liant aux 
mitochondries et reflétant l’activité métabolique des cellules. Une population Rhodamine-
123low est isolée, enrichie en CSH, qui sont alors identifiées de par leur quiescence (Bertoncello 
et al., 1985).  
En 1988, Spangrude et al., sont les premiers à isoler les CSH de moelle osseuse de souris par 
les marqueurs Thy-1lowLin-Sca-1+ (lineage- : CD4, CD8, Mac-1, Gr-1 et B220). Avec seulement 
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30 CSH isolées et réinjectées il fût possible de reconstituer totalement une moelle de souris 
irradiée de manière létale et de sauver 50% de ces souris (Spangrude et al., 1988).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 4 : Schéma « classique » de l’hématopoïèse 
L’hématopoïèse regroupe l’ensemble des processus menant de la CSH à une cellule 
hématopoïétique mature. La CSH est une cellule multipotente capable d’autorenouvellement. Elle 
se différencie en progéniteur multipotent (MPP) et perd alors sa capacité d’autorenouvellement. 
Le MPP se différencie à son tour en progéniteur commun myéloïde (CMP) et progéniteur commun 
lymphoïde (CLP), cellules respectivement à l’origine de la lignée myéloïde et lymphoïde. Le CLP se 
différencie en lymphocyte B ou T ou en cellule NK. Le CMP est à l’origine du progéniteur commun 
mégacaryocytaire érythroblastique (MEP) et du progéniteur commun granulocytaire monocytaire 
(GMP). Le GMP permet la production des monocytes, mastocytes, basophiles, éosinophiles et 
neutrophiles. Les MEP donnent les érythrocytes et le progéniteur MK qui deviendra un MK mature 
capable d’émettre des proplaquettes libérant ainsi les plaquettes dans la circulation sanguine.  
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Par la suite de nombreux marqueurs tels que CD34-/low et c-Kit+ ont permis de mieux 
discriminer la population de CSH chez la souris (Osawa et al., 1996). Une autre approche 
n’utilisant pas d’anticorps a été mise au point. Elle se base sur l’utilisation du fluorochrome 
HOECHST 33342 et la visualisation de son émission dans le bleu et le rouge par cytométrie en 
flux. Apparaît alors une population appelée « side population » enrichie en CSH (Goodell et 
al., 1996). Pendant longtemps, la panoplie de marqueurs utilisables pour définir la CSH a été 
limitée par les techniques et réactifs disponibles. Ainsi le développement de nouveaux 
fluorochromes a permis d’augmenter le nombre de marqueurs et d’affiner le phénotype des 
CSH par cytométrie en flux. Aujourd’hui la population de CSH est définie par le phénotype Lin-
Sca-1+c-kit+CD48-CD150+ (lin- : CD3, CD4, CD5, CD8, B220, Gr-1, CD11b, Ter119, et CD41) chez 
la souris (Kiel et al., 2005) et CD45+CD34+CD38-CD45RA-CD90+CD49f+CD71-BAH1- chez 
l’Homme (Notta et al., 2016). Une sélection des phénotypes utilisés pour les CSH est 
représentée dans le tableau 2. Dans de nombreuses études, le terme de CSH ne recouvre pas 
la même population avec le même degré de pureté puisque seule une partie de ces marqueurs 
sont utilisés pour les isoler. Ceci entraîne ainsi l’utilisation de populations contenant certes 
des CSH mais étant hétérogènes. Ces études réalisées sur des populations non pures 
conduisent aujourd’hui à réévaluer le modèle de hiérarchie hématopoïétique classiquement 
défini.  
  
Tableau 2 : Marqueurs historiquement utilisés pour isoler les CSH murines 
INTRODUCTION GÉNÉRALE 
14 
 
b) Hétérogénéité du compartiment des CSH 
Ces dernières années, la hiérarchie hématopoïétique classiquement représentée a été remise 
en question.  
Le groupe de Connie Eaves a analysé la composition en cellules lymphoïdes et myéloïdes de 
descendance de greffe de CSH unique (triées sur la base du phénotype : ESLAM : CD45+ EPCR+ 
CD48-CD150+). Deux classes de CSH  et  sont ainsi proposées sur la base de l’équilibre 
lymphoïde/myéloïde. Ces deux classes de CSH sont présentes dans le foie fœtal mais 
également chez l’adulte. Les CSH β permettraient une meilleure production de la lignée 
lymphocytaire que les CSH α. Ceci ne viendrait pas d’un défaut d’engagement dans la CSH 
mais plutôt d’une déficience des CLP provenant des CSH α à produire la lignée lymphocytaire. 
La production de la lignée myéloïde est cependant équivalente dans les deux classes de CSH 
(Benz et al., 2012). Ces résultats suggèrent une complexité et une hétérogénéité dans la 
population de CSH contrairement au modèle classique de l’hématopoïèse.  
Yamamoto et collaborateurs ont mis en évidence une population de CSH pré-orientée vers la 
lignée myéloïde. Pour cela des CSH provenant de souris transgénique Kusabira-Orange (KuO) 
permettant l’expression de cette protéine fluorescente ont été greffées en cellule unique. 
L’expression de KuO a permis de suivre le devenir des cellules et de mettre en évidence cette 
population biaisée vers la voie myéloïde. Deux cellules filles provenant d’une CSH en culture 
ont été chacune greffées en cellule unique. Une analyse de la progénie a montré que dans 
20% des expériences une division asymétrique avait eu lieu avec une cellule fille CSH et une 
cellule fille biaisée vers la voie myéloïde. Cette étude suggère une coexistence de division 
symétrique et asymétrique lors de l’autorenouvellement des CSH dont une des populations 
est orientée vers la voie myéloïde remettant en cause l’existence des MPP (Yamamoto et al., 
2013).  
Plus récemment, ont également été identifiées dans des populations de CSH des cellules avec 
un biais de différenciation vers la voie MK (Haas et al., 2015; Nishikii et al., 2017; Shin et al., 
2014). En 2015 Nishikii et al., ont mis en évidence une sous-population de cellules capables de 
donner directement des MKp à partir de cellules LSK (Lin- c-kit+ Sca-1+ : qui regroupe les CSH 
et les MPP chez la souris) et représentant 8% des LSK. Cette sous-population qui exprime 
CD41+ produit un progéniteur unipotent permettant une production importante de MK. La 
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production de ce progéniteur ne passerait pas par l’intermédiaire du progéniteur bipotent 
MEP (mégacaryocyte érythroïde progéniteur). La présence de cette population semble être 
dépendante de la TPO puisque fortement réduite dans des souris déficientes pour le cMpl 
(Myeloproliferative leukemia protein) (Nishikii et al., 2017). Les auteurs ont émis l’hypothèse 
que cette population (LSK CD41+CD42b+) constitue une « population d’urgence » qui 
permettrai la production rapide de MK à partir du pool de CSH. Par la suite Haas et al., ont 
montré la présence d’une population CD41+ parmi les CSH (triées sur Lin-cKit+CD150+CD48-). 
Le modèle propose l’existence d’une sous-population de CSH quiescentes, ayant des 
propriétés de CSH mais pré-orientée dans la voie mégacaryocytaire. Cette population sert de 
réservoir pour une production rapide de MKp, de MK, puis de plaquettes suite à une 
inflammation (Haas et al., 2015). 
Ces CSH pré-orientées vers la voie MK ont également été observées en absence 
d’inflammation ou de traitement, mettant en évidence leur présence à l’état basal. Ainsi Shin 
et al., ont démontré l’existence d’une population de CSH c-kithigh (les CSH sont normalement 
ckitlow). Leur phénotype de CSH a été démontré par des expériences de greffe de 400 CSH c-
kithigh (CD45.2) avec 300 000 cellules CD45.1+ compétitrices. Le chimérisme constaté jusqu’à 
18 semaines après greffe est comparable à celui observé lorsque des CSH c-kitlow sont utilisées. 
Cependant quand ces greffes ont été réalisées à partir de CSH GFP (green fluorescent protein), 
les auteurs ont observé deux fois plus de progéniteurs de type MEP et de MKp qu’avec les CSH 
c-kitlow. De ces expériences découle la conclusion d’une population de CSH biaisée vers la voie 
MK (Shin et al., 2014). La démonstration du potentiel CSH pose cependant encore question 
puisqu’aucune greffe secondaire n’a été effectuée pour établir définitivement la capacité de 
reconstitution à long terme des populations étudiées.  
Les différentes études mettant en avant une voie biaisée vers la lignée mégacaryocytaire sont 
néanmoins à discuter quant à la définition de la population de CSH utilisée. En effet, dans ces 
études (Haas et al., 2015; Nishikii et al., 2017; Shin et al., 2014), les phénotypes utilisés ne 
correspondent pas nécessairement à une population pure de CSH. Les auteurs isolent une 
population de CSH ne correspondant pas au phénotype proposé par Kiel et al., (Kiel et al., 
2005) (voir partie A.II.1.a). Dans aucune de ces études les cellules CD41+ ne sont exclues de la 
population de CSH or Kiel et al., ont montré que l’exclusion des cellules exprimant CD41 
permettait un enrichissement maximum en CSH en excluant les progéniteurs engagés vers la 
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voie MK. CD41 n’est normalement pas exprimé par les CSH chez l’adulte même s’il l’est par 
les CSH dans l’embryon (Robin et al., 2011). Connaissant l’importance de ce marqueur dans la 
voie mégacaryocytaire il semble indispensable de l’utiliser afin d’éliminer toute cellule 
engagée dans cette voie. La population de CSH pré-orientée est souvent associée à une notion 
de population « d’urgence » pour production rapide de plaquettes suite à une inflammation 
ou une chimiothérapie. Cette hypothèse, tout à fait recevable devra être confirmée dans des 
expériences plus strictes en terme de phénotype utilisé.  
Les résultats mentionnés ci-dessus ont tous été obtenus dans un modèle murin. Notta et al., 
ont redéfini la hiérarchie hématopoïétique chez l’homme en repositionnant en particulier la 
voie mégacaryocytaire par l’analyse du potentiel de différenciation à l’échelle unicellulaire des 
différentes populations de progéniteurs généralement identifiées dans le foie fœtal, le sang 
de cordon ombilical, ou la moelle osseuse. Ils proposent que les différentes voies 
(érythrocytaire, myéloïde et lymphoïde) proviennent d’un MPP alors que la voie MK se 
démarquerait des autres dès la CSH (Notta et al., 2016). Ce modèle remettrait donc en cause 
l’existence des CMP et CLP, et suggère aussi une évolution de la hiérarchie au cours du 
développement. Cette étude est principalement basée sur des cultures en cellules uniques. 
Un biais possible est le fait que les auteurs ont réalisé ces cultures sur des cellules stromales 
murines (MS-5) en supplément des cytokines utilisées. Or il a été démontré que ces cellules, 
en combinaison avec les mêmes cytokines que celles utilisées ici, favorisent l’engagement de 
cellules ES (Embryonic Stem cells) vers la voie myéloïde et plus précisément mégacaryocytaire 
(Berthier et al., 1997). Bien que cela ait été montré pour la souris, ceci implique de prendre 
les résultats de l’équipe de Notta et collaborateurs avec prudence. De plus, l’engagement vers 
la lignée lymphoïde par les CSH n’est pas abordé dans leur article, résultat nécessaire à leur 
conclusion sur l’existence des CLP. 
Les populations de progéniteurs hématopoïétiques telles que MPP, CMP ou CLP ont été 
définies sur leurs propriétés clonogéniques ou leur potentiel de différentiation. Elles 
représentent cependant des populations encore très hétérogènes au vu des séparations de 
plus en plus sélectives avec une variété croissante de marqueurs. Par exemple S. Doulatov et 
collaborateurs ont montré la présence d’un progéniteur commun à la lignée lymphoïde et aux 
cellules dendritiques, macrophages et monocytes questionnant l’existence des progéniteurs 
CMP et CLP classiquement définis (Doulatov et al., 2010). D’autres études se concentrant sur 
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la lignée lymphoïde remettent également en cause la hiérarchie hématopoïétique 
classiquement représentée (Lai and Kondo, 2008). 
 
2. Ontogénie de la lignée mégacaryocytaire  
L’hématopoïèse et la mégacaryopoïèse ont lieu chez l’adulte dans la moelle osseuse, mais la 
mise en place du système hématopoïétique commence bien avant le développement de la 
moelle osseuse.  
 
a)  Mise en place du système hématopoïétique chez l’homme et la souris 
Chez les mammifères, deux sites de génération hématopoïétique se mettent en place au cours 
du développement : un site extra-embryonnaire, le sac vitellin, où l’hématopoïèse dite 
primitive a lieu (Moore and Metcalf, 1970), et un site intra-embryonnaire, la région contenant 
l’Aorte, les Gonades et le Mésonéphros (AGM), où émerge l’hématopoïèse définitive 
(Medvinsky et al., 1993; Müller et al., 1994). Les premières cellules hématopoïétiques sont 
produites dans le sac vitellin à E7.25 (= jours de développement embryonnaire) chez la souris 
(Moore and Metcalf, 1970) et 21 jours chez l’Homme (Tavian et al., 1996). Ces cellules sont 
essentiellement des progéniteurs érythroïdes primitifs qui maturent en érythroblastes dit 
primitifs, mais également des macrophages (Palis et al., 1999). On parle d’hématopoïèse 
primitive.  
L’hématopoïèse définitive émerge dans la splanchnopleure para-aortique (Sp-Pa) où sont 
générées entre 9.5 et 10 jours de développement chez la souris, des cellules capables de 
reconstituer toutes les lignées hématopoïétiques après transplantation et ceci, pendant 6 à 8 
mois (Cumano et al., 2001). Ce sont les premières CSH à long terme (LT-CSH). Un facteur de 
transcription en particulier, Runx1 (Runt-related transcription factor 1), joue un rôle 
primordial puisque dans les souris déficientes pour Runx1, l’hématopoïèse définitive n’a pas 
lieu (Wang et al., 1996). A E10, les CSH vont migrer dans le foie fœtal (Cumano and Godin, 
2007), lieu de leur expansion jusqu’à E15.5-E16.5, sous l’action des chimiokines SDF1 (stromal 
cell-derived factor 1) et SCF. Des progéniteurs hématopoïétiques sont présents dans la moelle 
osseuse à partir de E15.5 alors que les CSH n’y sont retrouvées qu’à E17.5 (Christensen et al., 
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2004). Cependant, les CSH sont détectées dans la circulation sanguine déjà plusieurs jours 
avant. Ce délai dans la colonisation de la moelle osseuse par les CSH suggère que le 
microenvironnement de la moelle n’est pas capable, avant ce stade, d’attirer les CSH ni 
d’assurer leur renouvellement (Mikkola and Orkin, 2006). A nouveau, le facteur SDF1 est 
essentiel pour la migration des CSH et leur colonisation de la moelle osseuse (Ara et al., 2003) 
(figure 5).  
 
 
 
 
 
 
b) Mise en place de la mégacaryopoïèse 
Alors que l’émergence des CSH au cours du développement et le développement de la lignée 
erythroïde ont fait l’objet d’un grand nombre d’études, la mise en place de la 
mégacaryopoïèse et la production de plaquettes au cours du développement embryonnaire 
ont été peu étudiées. 
Figure 5 : L’hématopoïèse et la mégacaryopoïèse durant l’embryogenèse murine 
Différents sites hématopoïétiques se succèdent au cours du développement de l’embryon 
murin: le sac vitellin, la splanchnopleure para-aortique, l’AGM, le placenta, le foie puis la 
moelle osseuse. Les premiers MK et les premières plaquettes apparaissent tôt dans le 
développement. 
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Les données disponibles montrent que des MKp sont présents très tôt lors du développement. 
Chez la souris, dès E7.5 le sac vitellin contient des progéniteurs clonogéniques 
mégacaryocytaires (Tober et al., 2007; Xu et al., 2001). Le sac vitellin contient des MKp 
formant des colonies en présence de SCF (Stem Cell Factor), IL-3, IL-6, EPO (Erythropoïétine), 
TPO, et G-CSF (Granulocyte-Colony Stimulating Factor) qui sont capables d’émettre des 
proplaquettes en culture et possèdent des marqueurs de MK comme GPIbβ (CD42c), GPIIb 
(CD41), et PF4 (Xu et al., 2001). Les hémangioblastes sont des précurseurs communs aux 
cellules hématopoïétiques et cellules endothéliales présents au niveau du mésoderme lors de 
la gastrulation (Choi et al., 1998). Ils sont capables dès E7.5, en culture, de se différencier en 
MK émettant des proplaquettes. A E10.5 les premiers MK colonisent le foie qui devient le 
siège principal de la mégacaryopoïèse à E11.5 et des plaquettes sont observées dans la 
circulation à ce stade avec une taille 1.6 fois plus grande que des plaquettes adultes. La 
cinétique d’apparition des MKp serait de plus corrélée à l’émergence des progéniteurs 
bipotents MEP. Comme pour la lignée erythroïde, on peut définir deux vagues de 
mégacaryopoïèse, la mégacaryopoïèse primitive d’origine vitelline et une mégacaryopoïèse 
définitive d’origine intra-embryonaire (Tober et al., 2007).  
Une autre étude suggère que les toutes premières plaquettes sont détectables dans le sang 
dès E9.5 (Potts et al., 2014) et il a été proposé qu’elles ne soient pas issues des MK provenant 
des progéniteurs hématopoïétiques CD45+CD41low (HPC) du sac vitellin mais d’une nouvelle 
population CD45-CD41highCD42d+ qui bien que diploïde, produit des proplaquettes in vitro. 
Cette population ne provient pas des HPC puisqu’elle reste présente dans les souris inactivées 
pour Runx1 qui ne produisent pas d’hématopoïèse définitive et ne développent donc pas 
d’HPC. Il semblerait que 2 types de MKp cohabitent dans le sac vitellin, l’un provenant de 
l’hématopoïèse primitive, source des premières plaquettes, et l’autre provenant des HPC 
produites lors de l’hématopoïèse définitive et assurant la production de plaquettes plus 
tardivement (Potts et al., 2014). Les études mentionnées ci-dessus ont toutes été réalisées 
chez la souris et par comparaison la mégacaryopoïèse dans l’embryon humain est très mal 
connue.  
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3. De la CSH au MK 
a) CSH : Autorenouvellement ou différenciation 
La plupart des cellules sanguines sont des cellules à courte durée de vie : 115 jours pour les 
érythrocytes (Franco, 2009), 13 jours en moyenne pour les leucocytes (Kline and Cliffton, 
1952) et 8 à 10 jours pour les plaquettes. Le pool de CSH produit donc des MPP qui sont dotés 
d’un très fort potentiel prolifératif et sont capables de produire plusieurs types de cellules 
hématopoïétiques. Ce processus fonctionne de manière équilibrée entre la différenciation des 
CSH en MPP et l’autorenouvellement des CSH (Seita and Weissman, 2010). La différenciation 
des CSH en MPP est très peu connue. Il est suggéré que des modifications épigénétiques 
participent à ce processus. En effet, l’absence d’ADN méthyltransférase 3a résulte en un fort 
renouvellement des CSH au détriment de leur différenciation (Challen et al., 2011). Comme 
vu précédemment (partie A.II.1.a) il est suggéré une coexistence de division symétrique et 
asymétrique lors de l’autorenouvellement des CSH (Yamamoto et al., 2013). 
L’orientation du MPP en CLP ou CMP a été partiellement élucidée chez la souris. Il a été 
montré que des souris déficientes pour le ligand Flt3 (Fms-like tyrosine kinase 3) présentaient 
un nombre et un renouvellement des CSH comparables à des souris sauvages. La lignée 
myéloïde n’est pas impactée par cette déficience mais une baisse du nombre de CLP et des 
progéniteurs T et B a été observée mettant en évidence le rôle du ligand Flt3 dans l’orientation 
de la CSH vers la voie myéloïde (Sitnicka et al., 2002). 
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b) Engagement et différenciation 
La mégacaryopoïèse est le processus impliquant l’orientation d’une CSH vers la voie 
mégacaryocytaire, sa différenciation en MKp capables de proliférer, puis leur maturation en 
MK capable de libérer des plaquettes (Figure 6, les mécanismes sont détaillés parties A.II.4). 
 
 
 
 
 
 
 
 
Des études chez la souris ont cherché à identifier phénotypiquement un progéniteur bipotent 
ou MEP capable de produire les cellules matures de la lignée érythroïde et mégacaryocytaire 
(Nakorn et al., 2003; Ng et al., 2012). Ce progéniteur est de phénotype Lin-CD9-CD34-FcγRlowc-
kit+Sca-1-IL7Rα-Thy1.1- (lin : CD3, CD4, CD8, B220, Gr-1, Mac-1, TER119). 
Le progéniteur unipotent MKp dérive quant à lui du MEP et est restreint dans la lignée 
mégacaryocytaire. Chez la souris il est défini par le phénotype Lin-CD9+CD41+FcγRlowc-kit+Sca-
Figure 6 : Schéma de la mégacaryopoïèse 
La mégacaryopoïèse comprend l’ensemble des étapes menant de la CSH au MK mature 
capable d’émettre des proplaquettes. La première étape est l’engagement de la CSH dans la 
voie érythro-mégacaryocytaire pour donner un progéniteur bipotent MEP. Ce progéniteur se 
différencie alors en progéniteur MK qui va proliférer. Le MK passe alors par une étape de 
maturation comprenant l’endomitose permettant la polyploïdisation du MK et le 
développement du DMS. Finalement, le MK mature, au contact de l’endothélium, va émettre 
des proplaquettes dans la circulation sanguine donnant naissance aux plaquettes. 
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1-IL7Rα-Thy1.1- (lin : CD3, CD4, CD8, B220, Gr-1, Mac-1, TER119). La différence entre MEP et 
MKp réside en l’expression de CD9 et CD34 (Nakorn et al., 2003).  
Chez l’Homme, le CMP est identifié par le phénotype Lin-CD34+CD38+IL-3RαloCD45RA- et le 
MEP par le phénotype Lin-CD34+CD38+IL-3Rα-CD45RA+ comme démontré par des tests 
clonogéniques (lin : CD2, CD3, CD4, CD7, CD8, CD10, CD11b, CD14, CD19, CD20, CD56, et 
glycophorine A). Ces CMP et MEP n’expriment ni CD9 ni CD41 (Manz et al., 2002). 
Par la suite le phénotype des MEP a été affiné notamment sur l’expression de CD38. Sanada 
et al., ont démontré que la population de MEP est en réalité CD38dim et non CD38+ comme 
défini précédemment. Ces nuances s’expliquent par une expression de CD38 qui forme un 
gradient et ne définit pas de population positive et négative claire par cytométrie en flux 
(Sanada et al., 2016). Les MKp, restreint dans la lignée mégacaryocytaire, expriment quant à 
eux CD41 avec un phénotype Lin-CD34+CD38dimFLT3-CD45RA-MPL+CD36-CD41+ (lin- : CD2, 
CD11b, CD14, CD15, CD20, and CD56) (Sanada et al., 2016).  
 
c) Maturation du MK 
Le MKp prolifère puis subit un processus de maturation préparant les éléments indispensables 
à la formation des futures plaquettes. Ceci implique la formation du DMS, le développement 
des granules et de leur contenu ainsi que de nombreuses endomitoses conduisant à la 
polyploïdie et l’augmentation du volume cytoplasmique (ces différents aspects ont également 
été abordés dans la partie propriétés du MK voir partie A.I.2.a). Le MK mature exprime 
également des marqueurs tels que CD41 et CD42 permettant son identification (voir partie 
A.I.2.b). 
Lors de l’endomitose la mitose se poursuit normalement jusqu’à la fin de l’anaphase où la 
cytokinèse (séparation du cytoplasme entre les deux cellules filles) n’a pas lieu en plus d’un 
défaut dans la caryocinèse (séparation des deux noyaux fils) (Mazzi et al., 2018). Ces 
mécanismes particuliers résultent d’une faible activité de la voie Rho/Rock associée à une 
perte d’expression de la myosine IIB (Lordier et al., 2008; Mazzi et al., 2018). Ces endomitoses 
sont répétées entrainant la polyploïdie du MK. Il est suggéré que ces endomitoses successives 
permettent l’agrandissement du cytoplasme nécessaire à la production de quelques 3000 
plaquettes par MK mais également l’amplification de certains gènes (Raslova et al., 2003). 
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C’est également lors de ce processus de maturation que se forme le DMS, un système de 
membranes invaginées à partir de la membrane plasmique (Behnke, 1968). Le complexe 
protéique PACSIN2 (protein kinase C and casein kinase II substrate 2)-Filamine A participerait 
à l’initiation de l’invagination de la membrane plasmique et le DMS serait alimenté ensuite en 
membranes par l’appareil de Golgi (Begonja et al., 2015; Chitu and Stanley, 2015; Eckly et al., 
2014). Ce réseau membranaire forme le réservoir de membrane plasmique nécessaire aux 
futures proplaquettes et plaquettes (Schulze et al., 2006). Enfin, les MVB maturent en granules 
et se chargent en protéines. Ils sont souvent localisés près du Golgi qui les alimente en 
protéines synthétisées par le MK (vWf, PF4,...) (Lambert et al., 2014; Schick Paul et al., 1997). 
Les granules intègrent également des protéines extra-cellulaire endocytées par le MK (par 
exemple en fibrinogène endocyté via son interaction avec la GPIIb-IIIa) (Handagama et al., 
1993; Heijnen et al., 1998). 
 
4. La thrombopoïèse 
a) Passage trans-endothélial 
Le passage trans-endothélial peut se faire dans les deux sens : de la lumière du vaisseau vers 
le tissu adjacent c’est-à-dire l’extravasation ou bien du tissu vers la lumière, c’est 
l’intravasation. La plupart des données concernant l’extravasation ont été obtenues dans le 
contexte du cancer, lors du processus métastatique, ou de l’immunité avec la diapédèse et 
l’infiltration des leucocytes au site inflammatoire (Strell and Entschladen, 2008). Plusieurs 
molécules ont été mises en jeu dans ce processus telles que Jam-C (junctional adhesion 
molecule 3) (Woodfin et al., 2011), CXCR7 (Zabel et al., 2011), VLA4 (Very Late Antigen-4), 
VCAM-1 (Vascular cell adhesion protein 1), SDF1 (Imai et al., 1999) ou encore ICAM-1 
(InterCellular Adhesion Molecule 1)(Sakamoto et al., 2018). Lors des greffes de CSH, leur 
« homing » (adressage) dans la moelle est également un phénomène d’extravasation. Les 
mécanismes intervenant sont proches de ceux de la diapédèse des leucocytes et regroupent 
notamment SDF1, des sélectines, et différentes intégrines (Sahin and Buitenhuis, 2012). 
Lors de la mégacaryopoïèse les proplaquettes sont émises au travers du vaisseau vers sa 
lumière, c’est de l’intravasation. Cette différence au regard de la métastase ou du homing est 
notable et les mécanismes mis en jeu sont sans doute différents. Lors de l’extravasation les 
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cellules adhèrent aux cellules endothéliales par la face apicale, passent l’endothélium puis la 
lame basale. Pour l’intravasation, les cellules doivent en premier passer la lame basale puis 
l’endothélium puis se retrouvent dans un milieu liquide et sous l’influence du flux. 
En 1978, Lichtman a observé en microscopie électronique les MK au contact des sinusoïdes et 
mis en évidence des protrusions de MK dans le cytoplasme des cellules sinusoïdales. Par 
analogie avec l’intravasation des leucocytes de la moelle vers le vaisseau (Lichtman et al., 
1978) il a alors été proposé un mécanisme de fusion-fission des membranes des cellules 
endothéliales pour le passage des MK (Tavassoli, 1981). Une autre hypothèse est que les 
proplaquettes puissent passer entre deux cellules endothéliales puisqu’il n’est observé 
aucune jonction serrée au niveau des sinusoïdes (Tavassoli and Shaklai, 1979). Deux 
mécanismes distincts ont donc été proposés pour le passage des proplaquettes dans la 
circulation, un mécanisme transcellulaire ou paracellulaire, sans que l’on ait définitivement 
conclu à ce jour.  
Il a été décrit que les proplaquettes sont émises au niveau des sinusoïdes, qui présentent une 
seule couche de cellules endothéliales et une lame basale discontinue (Inoue and Osmond, 
2001). Une hypothèse serait que les MK émettent les proplaquettes au niveau de ces régions 
sans lame basale facilitant ainsi leur passage.  
Des études ont essayé de modéliser le passage trans-endothélial in vitro dans un système de 
Transwell. T. Hamada et al., ont ainsi montré la formation de plaquettes dans la chambre 
inférieure après mise au contact de MK avec des cellules endothéliales médullaires et 
utilisation de SDF1 (Hamada et al., 1998). Une deuxième étude suggère un mécanisme 
impliquant VLA4 et VCAM-1 (Imai et al., 1999). La localisation du passage au niveau de 
l’endothélium n’a cependant pas été définie dans ces études. Une question importante se 
pose sur ces modèles en culture qui est leur capacité à reproduire la polarisation des cellules 
endothéliales décrites in vivo. Il est suggéré que la face adhérente au support reproduise la 
face basale et que la partie au contact du milieu représente la face apicale. Cette notion 
provient d’études montrant que la sécrétion de certaines molécules est polarisée in vitro par 
exemple pour le VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor) (Blaauwgeers et al., 1999); le vWf 
(van Buul-Wortelboer et al., 1989) et l’endothéline 1 (Wagner et al., 1992). L’étude de 
l’orientation de cellules épithéliales de thyroïdes (cellules polarisées in vivo) in vitro a confirmé 
la conservation apico-basale des cellules avec le pôle basal au contact de la surface adhérente. 
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Néanmoins, cette polarisation est relative puisque modulable selon la composition du milieu 
(Mauchamp et al., 1987). Une étude plus approfondie de l’orientation des cellules 
endothéliales primaires en culture reste nécessaire en vue de mimer au mieux in vitro le 
passage trans-endothélial des proplaquettes. 
 
b) La formation des proplaquettes et plaquettes 
La thrombopoïèse est la génération de plaquettes à partir des MK. Plusieurs théories ou 
modèles de formation des plaquettes par le MK ont été proposés sur la base d’études in situ, 
in vivo et in vitro. 
Le premier modèle proposait l’existence de plaquettes préformées à l’intérieur du MK, c’est 
la théorie des « territoires plaquettaires ». Ce modèle a été construit autour d’observations 
en microscopie électronique à transmission de MK in situ dans la moelle osseuse, montrant 
une fragmentation du cytoplasme par le DMS dans le MK mature. Ces territoires de la taille 
d’une plaquette et contenant des organelles (proche de celles retrouvées dans la plaquette) 
suggéraient la pré-formation des plaquettes dans le MK (Yamada, 1957). 
Par la suite un deuxième modèle a été proposé basé cette fois sur l’observation de MK par 
microscopie électronique à balayage. Il a été observé in situ, que ceux-ci émettaient des 
fragments dans la lumière du vaisseau au travers des sinusoïdes médullaires. Ces fragments 
ont une longueur variable allant jusqu’à 120 µm et une largeur comprise entre 1,5 et 3,5 µm. 
Il a également été décrit une constriction de ces fragments, faisant penser à une délimitation 
des futures plaquettes. Les fragments ainsi émis dans la circulation ont un cytoplasme de 
composition comparable à celle des futures plaquettes et ont été appelés « proplaquettes ». 
Cette théorie des proplaquettes a remis en cause la théorie précédente des territoires 
plaquettaires préformés (Becker and De Bruyn, 1976). 
La microscopie électronique permet une résolution importante mais nécessite un tissu fixé 
empêchant d’observer la dynamique de ces structures. Junt et al., ont confirmé la théorie des 
proplaquettes in vivo par microscopie intravitale chez la souris. Ils ont mis en évidence la 
présence de MK apposés aux sinusoïdes médullaires et émettant des proplaquettes dans la 
circulation. Ces proplaquettes sont libérées avec des tailles variables et impliquent un dernier 
remodelage des proplaquettes dans la circulation pour aboutir aux plaquettes matures (Junt 
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et al., 2007). Il est suggéré que ce remodelage aurait lieu dans la microvasculature pulmonaire 
(Lefrançais et al., 2017) (Cette notion sera rediscutée dans la partie A.III.3). 
La notion de proplaquette a ensuite été reprise pour des observations in vitro. L’analyse par 
cinématographie a mis en évidence l’élongation de proplaquettes fines et ramifiées (Thiery 
and Bessis, 1956a, b). Ces données ont été confirmées dans des MK différenciés en culture à 
partir de progéniteurs Lin- (souris) ou CD34+ (Homme) (Italiano et al., 1999; Patel et al., 2005a). 
Il a été suggéré que les proplaquettes sont émises à partir de la réserve de membrane 
plasmique que constitue le DMS (Radley and Haller, 1982). Les proplaquettes produites en 
culture ont des similitudes en terme d’expression de marqueurs et de composition de 
cytoplasme avec les plaquettes. Elles expriment toutes deux les glycoprotéines GPIb (CD42b), 
GPIIb (CD41a) et le fibrinogène et possèdent des granules denses (Choi et al., 1995). 
Les mécanismes aboutissant à l’émission de proplaquettes ont été majoritairement étudiés 
dans ces systèmes in vitro. Ainsi il a été mis en évidence que l’extension des proplaquettes est 
dépendante des glissements de microtubules et que les branchements dépendent du 
cytosquelette d’actine (Bender et al., 2015; Italiano et al., 1999; Patel et al., 2005b). Les études 
in vivo suggèrent un mécanisme distinct où les microtubules sont répartis de manière 
hétérogène, isolée et sont assemblés en faisceau le long des proplaquettes. L’extension du 
fragment de MK in vivo se ferait alors par fusion de la membrane plasmique et du DMS rendue 
possible par la perte de la zone périphérique (Brown et al., 2018). 
 
5. Mécanismes contrôlant la mégacaryopoïèse 
a) Facteurs intrinsèques 
Les mécanismes de régulation intrinsèque de la mégacaryopoïèse s’appliquent principalement 
au niveau transcriptionnel. Un certain nombre de facteurs de transcription ont été identifiés 
qui agissent à différentes étapes de la mégacaryopoïèse mais qui sont souvent également 
impliqués dans d’autres lignées hématopoïétiques (Figure 7).  
GATA1 (GATA binding protein 1) est une protéine à doigt de zinc liant l’ADN et dont le gène 
est présent sur le chromosome X. Il est nécessaire à la lignée érythro-mégacaryocytaire. En 
effet, des souris mâles déficientes pour GATA1 présentent une anémie sévère avec une lignée 
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érythrocytaire bloquée au stade pro-érythroblaste et meurent précocement (entre E10.5 et 
E11.5) (Fujiwara et al., 1996). Par ailleurs, le knock-out de GATA1 dans la lignée 
mégacaryocytaire entraîne une baisse du nombre plaquettaire, un arrêt de la maturation des 
MK et une accumulation de MK immatures (DMS désorganisé et quasi absence de granules) 
(Shivdasani et al., 1997). De plus, les MK déficients pour GATA1, expriment peu les marqueurs 
mégacaryocytaires GPIbα (CD42b), GPIbβ (CD42c) et PF4 (Vyas et al., 1999). Les souris 
GATA1low dans lesquelles l’expression de GATA1 est diminuée sont thrombopéniques. Les 
cellules sont partiellement bloquées au stade MEP et les MK présentent un défaut de 
maturation du cytoplasme.  
FLI1 (Friend leukemia virus integration 1) est une protéine à structure hélicoïdale dont le 
knock-out est létal lors de l’embryogenèse. Les MKp des souris FLI1-/- purifiés à partir du foie 
fœtal sont plus nombreux mais ont un cytoplasme moins développé que les MKp des souris 
sauvages. Leurs granules alpha sont également moins nombreux et le DMS est désorganisé. 
La délétion d’une partie du chromosome 11 chez l’homme, contenant FLI1, est responsable 
du syndrome de Jacobsen où les patients présentent notamment une thrombopénie (Dalm et 
al., 2015) et du syndrome de Paris-Trousseau (Favier et al., 2003). 
GFI1b (Growth factor independence-1) est un facteur de transcription à doigt de zinc 
particulièrement impliqué dans l’axe érythro-mégacaryocytaire. Les souris déficientes pour 
GFI1b meurent à E15 de développement du fait de l’absence d’érythropoïèse définitive (arrêt 
au stade BFU-E). Afin d’étudier son action il a été éteint par shARN (short hairpin Acide 
RiboNucléique) dans des progéniteurs hématopoïétiques humains CD34+. On observe alors 
une baisse de prolifération des progéniteurs MEP ainsi qu’une inhibition de la différenciation 
des cellules CD34+ en érythrocyte ou MK. GFI1b agit donc sur des étapes précoces de la 
mégacaryopoïèse : la production de MEP puis leur différenciation en MK et érythrocyte. Un 
des mécanismes proposé est que GFI1b réprime la transcription du récepteur III au TGFβ 
(TGFbRIII) inhibant ainsi la signalisation en aval, notamment la phosphorylation des Smad 
(Randrianarison-Huetz et al., 2010). 
NF-E2 (nuclear factor, erythroid 2) est une protéine formée de 2 sous-unités : p45 et p18. Les 
souris déficientes pour NF-E2 présentent une thrombopénie sévère malgré un nombre de MK 
important dans la moelle. La différenciation en MK et l’endomitose sont normales indiquant 
une action tardive de NF-E2 (Shivdasani et al., 1995). Ces MK présentent des anomalies 
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cytoplasmiques notamment un nombre réduit de granules, un DMS désorganisé et l’absence 
d’émission de proplaquettes en culture (Lecine et al., 1998). Bien que cette protéine semble 
essentielle pour la mégacaryopoïèse chez la souris, aucune mutation n’a, à ce jour, été 
associée à une pathologie plaquettaire chez l’Homme.  
 
b) Facteurs extrinsèques 
Les facteurs extrinsèques agissant sur le MK sont multiples. Des signaux chimiques venant de 
cytokines ou de la matrice extra-cellulaire ainsi que les contraintes physiques environnantes 
sont autant de facteurs qui influencent la mégacaryopoïèse. La thrombopoïétine (TPO), qui 
est la cytokine principale de la mégacaryopoïèse mais également les interleukines 3, 6 et 9 
ainsi que le SCF qui sont très largement utilisées in vitro seront détaillées ci-après. 
i. La thrombopoïétine  
Le terme TPO a été utilisé pour la première fois en 1958 pour désigner la substance 
permettant une augmentation du nombre de plaquettes suite à un stimulus 
thrombocytopénique mais il a fallu attendre 1994 pour que cette protéine soit clonée et 
purifiée pour la première fois (Bartley et al., 1994; de Sauvage et al., 1994; Lok et al., 1994; 
Sohma et al., 1994). Son identification a permis très rapidement de montrer que la liaison de 
la TPO à son récepteur, le cMpl, est essentielle dans le processus de mégacaryopoïèse (Bartley 
et al., 1994).  
La TPO est une glycoprotéine de 85 kDa produite par le foie et les reins et dont l’ARN messager 
a également été détecté dans la rate et les cellules stromales de la moelle osseuse (Sungaran 
et al., 1997). Ainsi les hépatocytes produisent de manière constitutive la TPO (Jelkmann, 
2001). Il a été montré une production compensatoire de TPO par le foie et la moelle osseuse 
en cas d’insuffisance rénale chronique où la production de TPO par les reins est diminuée 
(Kazama et al., 2011). Les concentrations de TPO dans le sérum humain sont habituellement 
entre 0.55 et 0.97 pmol/L (Kosugi et al., 1996).  
 
 
INTRODUCTION GÉNÉRALE 
29 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 7 : Facteurs de transcription et cytokines intervenant dans la mégacaryopoïèse 
De nombreux facteurs intrinsèques et extrinsèques interviennent durant la mégacaryopoïèse. 
Sont ici représentés les principaux facteurs de transcription et cytokines impliqués. A cela il 
faut ajouter l’implication des protéines de la matrice extra-cellulaire et les forces physiques 
appliquées aux cellules (Figure 14). 
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Sa partie N-terminale de 155 résidus possède 21% de séquences identiques et 46% de 
séquences similaires à l’érythropoïétine. C’est le domaine N-terminal qui va permettre la 
liaison de la TPO à son récepteur, le cMpl qui est exprimé par les précurseurs MK, les MK 
matures, les plaquettes mais aussi les CSH (Kaushansky, 1998; Kuter, 1996). La TPO permet 
l’autorenouvellement des CSH à court et long terme chez la souris (Yagi et al., 1999) ; 
(Kaushansky, 2005). Elle favorise l’engagement des progéniteurs murins et CD34+ humains 
dans la voie mégacaryocytaire avec la formation in vitro de colonies mégacaryocytaires ainsi 
que leur maturation (Banu et al., 1995; Nichol et al., 1995). La TPO intervient également dans 
la maturation du MK en augmentant la polyploïdisation, la taille du MK et l’expression de 
marqueurs de différenciation (Kaushansky et al., 1994). La liaison de la TPO à son récepteur 
induit l’activation de la voie JAK/Stat, les kinases JAK2 et TYK2 (Non-receptor tyrosine-protein 
kinase) étant directement couplées au cMpl. L’activation de ces kinases entraine l’activation 
de STAT3 et STAT5 puis la phosphorylation en cascade de différentes voies de signalisation 
stimulant la phosphoinositide 3 kinase (PI3K) et la voie Raf-1/MAP (mitogen-activated protein) 
kinase (Besancenot et al., 2014; Deutsch and Tomer, 2006). Elle agit en synergie avec d’autres 
cytokines telles que le SCF, l’interleukine 11 et l’EPO pour stimuler la différenciation des MKp. 
La TPO ne semble néanmoins pas jouer de rôle dans la libération des plaquettes (Kaushansky 
and Drachman, 2002; Nagahisa et al., 1996).  
La régulation des niveaux de TPO se fait à deux niveaux. Tout d’abord, par sa liaison au 
récepteur cMpl sur les plaquettes et les MK qui va entraîner l’internalisation du ligand et de 
son récepteur. Ainsi, la concentration circulante de TPO est inversement corrélée à la masse 
mégacaryocyto-plaquettaire (Vainchenker et al., 2013). Une étude plus récente implique 
également la sénescence des plaquettes dans la régulation de la production de TPO par le foie. 
Lorsque les plaquettes perdent l’expression de l’acide sialique à leur surface elles entrent en 
sénescence et sont éliminées au niveau hépatique via le récepteur Ashwell-Morrell. Ce 
mécanisme d’élimination entraine alors une production de l’ARNm de la TPO in vivo et in vitro 
via JAK2 et Stat3 afin d’augmenter la production de nouvelles plaquettes (Grozovsky et al., 
2015).  
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ii. Les interleukines 3, 6 et 9 
L’interleukine 3 est une des premières cytokines identifiées capable de stimuler la 
prolifération de l’ensemble des progéniteurs hématopoïétiques (Metcalf et al., 1986). Elle agit 
à des stades précoces de la mégacaryopoïèse mais également sur les cellules matures 
(Carrington et al., 1991; Metcalf et al., 1986). Il a été montré chez l’homme que l’IL-3 favorisait 
la production des progéniteurs MKp et érythroïdes à partir d’une suspension de cellules 
médullaires enrichies en progéniteurs hématopoïétiques (Emerson et al., 1988; Quesenberry 
et al., 1985). L’IL-3 agit principalement en synergie avec d’autres cytokines telles que l’IL-6 
(Ishibashi et al., 1989b) ou le GM-CSF (granulocyte macrophage- colony stimulating factor) et 
l’IL-1 (Briddell and Hoffman, 1990). 
L’interleukine 6 (IL-6) est une glycoprotéine de 26 kDa qui joue un rôle dans les phases finales 
de la mégacaryopoïèse. L’utilisation d’IL-6 in vitro permet une augmentation de la taille et de 
la ploïdie des MK murin et humain (Ishibashi et al., 1989b; Kimura et al., 1990; Tajika et al., 
1998). Néanmoins, l’utilisation seule de l’IL-6 dans des tests clonogéniques de cellules non 
adhérentes de moelle osseuse ne permet pas d’augmenter le nombre de MKp. Bien que cela 
n’ait pas été démontré spécifiquement dans le MK, l’action de l’IL-6 sur son récepteur entraine 
l’activation des voies de signalisation JAK-STAT3 et des MAP kinases, des voies impliquées 
dans la différenciation et la maturation du MK (Tanaka et al., 2014). Des études menées in 
vivo ont montré une augmentation du compte plaquettaire chez des souris traitées à l’IL-6 
sans augmentation du nombre de MKp ou de MK. La taille des MK ainsi que leur ploïdie étaient 
par ailleurs augmentées confirmant le rôle de l’IL-6 dans la maturation des MK. Ces résultats 
ont été obtenus chez la souris mais également le primate (Asano et al., 1990; Ishibashi et al., 
1989a; Kimura et al., 1990).  
 L’interleukine 9 est une cytokine sécrétée principalement par les lymphocytes T 
(Goswami and Kaplan, 2011). Il a cependant été montré que les ostéoblastes la sécrétaient 
également. L’IL-9 favorise l’expansion des MKp murins via la voie Stat3 in vitro (Xiao et al., 
2017). Chez l’homme il favorise également la production et la différenciation des MKp de type 
CFU-MK en combinaison avec d’autres facteurs comme l’EPO ou le SCF. Enfin, en combinaison 
avec ces mêmes facteurs, il favorise la production de proplaquettes en culture (Fujiki et al., 
2002). In vivo, l’utilisation d’IL-9 permet une récupération plus rapide du compte plaquettaire 
après une thrombopénie induite par chimiothérapie (Xiao et al., 2017).  
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iii. Autre facteur de croissance : le SCF 
Le SCF participe au maintien des CSH mais également à la prolifération des progéniteurs 
hématopoïétiques quel que soit le lignage et plus précisément les MKp (Erickson-Miller et al., 
1993; Hassan and Zander, 1996; Imai and Nakahata, 1994). Le SCF intervient peu dans la 
maturation du cytoplasme et la polyploïdisation du MK (ni dans les stades tardifs tels que 
l’émission de proplaquettes) mais plus précocement dans la mégacaryopoïèse (Tajika et al., 
1998). In vitro, l’action du SCF a surtout été étudiée en combinaison avec d’autres cytokines 
telles que l’IL-3, l’IL-6 ou la TPO pour augmenter ou compléter leur activité (Debili et al., 1993; 
Luskey et al., 1992; Tajika et al., 1998; Williams and Allan, 1996). 
 
6. Production de plaquettes in vitro  
Dans certaines pathologies, des transfusions de plaquettes sanguines sont nécessaires de 
manière curative ou préventive (Tiberghien et al., 2016). Ces transfusions de concentrés 
plaquettaires sont dépendantes des dons de sang de volontaires bénévoles. Les besoins en 
plaquettes sont nombreux alors que la durée de stockage des concentrés plaquettaires est 
limitée à 5 jours seulement ce qui conduit à une forte pression sur les réseaux logistiques 
(Thon et al., 2015). La production de plaquettes sanguines in vitro représente donc un enjeu 
important pour la transfusion. 
A l’heure actuelle, bien que de nombreux facteurs impliqués dans la mégacaryopoïèse soient 
connus, les méthodes de culture in vitro ne permettent pas de produire un nombre 
comparable de plaquettes à celui produit in vivo. En effet, il est estimé qu’un seul MK produit 
entre 3000 et 4000 plaquettes in vivo, alors que les conditions de culture actuelles permettent 
quant à elles une production d’à peine 100 à 150 plaquettes par MK (Heazlewood et al., 2017; 
Thon et al., 2017). Pour améliorer les rendements de production de plaquettes tout en 
complétant les connaissances sur la mégacaryopoïèse, plusieurs approches de culture sont 
possibles.  
Plusieurs sources de cellules sont envisageables. Les premiers travaux ont fait appel aux 
progéniteurs CD34+ souvent appelés CSH par abus de langage. Les cellules CD34+ constituent 
un ensemble hétérogène de progéniteurs plus ou moins engagés mais également de CSH. Ces 
cellules peuvent être isolées à partir de moelle osseuse, de sang périphérique ou encore de 
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sang de cordon ombilical (Van Epps et al., 1994). Les CD34+ sont les cellules de choix pour une 
greffe autologue dans le traitement de nombreuses pathologies hématopoïétiques par 
exemple les lymphomes. Elles sont alors « mobilisées » par traitement du patient par le G-CSF 
permettant leur migration de la moelle osseuse vers le sang périphérique (Horwitz, 2007). Des 
conditions de culture appropriées permettent au CD34+ de s’engager dans la voie 
mégacaryocytaire et d’étudier les différentes étapes de la mégacaryopoïèse (Bruno et al., 
2003; Norol et al., 1998). 
De nombreuses méthodes et milieux de culture ont été mis en place pour différencier les 
cellules CD34+ après l’identification et le clonage de la TPO avec comme difficulté de pouvoir 
combiner la production d’un grand nombre de MK, assuré par une forte prolifération des 
progéniteurs hématopoïétiques en particulier des MKp, et une maturation complète des MK 
menant à la production efficace de plaquettes. Récemment, Strassel et al., ont développé un 
modèle de culture basé sur l’utilisation de CD34+ de sang périphérique, des cytokines 
hématopoïétiques classiquement utilisées (IL-6, IL-9, SCF, et TPO) auxquelles ils ont ajouté SR1 
(stem regenin 1 : un antagoniste du récepteur à l’aryl d’hydrocarbone). Ce système de culture 
permet une première phase de prolifération des CD34+ puis une différenciation et maturation 
en MK capables d’émettre des proplaquettes. L’émergence d’une population CD34+CD41dim 
étant à l’origine des MK émettant les proplaquettes a été mise en évidence (Strassel et al., 
2016). Une extension de ce travail est en cours en vue de produire des plaquettes de culture 
utilisables en transfusion.  
D’autres cellules comme les iPSC (induced Pluripotent Stem Cells) ont aussi été utilisées pour 
étudier la mégacaryopoïèse et la production de plaquettes in vitro (Borst et al., 2017; Liu et 
al., 2015; Takayama et al., 2010). Une lignée de MK établie à partir d’iPSC a été établie par 
Nakamura et collaborateurs. Cette lignée obtenue en surexprimant c-MYC, BMI1, et BCL-X 
permet l’obtention de MK immatures. L’extinction des gènes c-MYC, BMI1, et BCL-X permet 
par la suite la maturation de ces MK puis l’émission de proplaquettes et de plaquettes 
(Nakamura et al., 2014). L’avantage présenté ici est la longue conservation des MK immatures 
en culture (4 à 5 mois) même après cryoconservation (contrairement à des cellules primaires) 
et leur pouvoir important de prolifération ce qui permet une bonne production de plaquettes. 
Une seconde approche a été la surexpression des facteurs de transcription GATA1, FLI1 et 
TAL1 (T-cell acute lymphocytic leukemia protein 1) permettant ici encore la production d’un 
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grand nombre de MK puis de plaquettes (Moreau et al., 2016). Néanmoins, le nombre de 
plaquettes produites par MK reste faible avec moins de 15 plaquettes par MK (Ito et al., 2018; 
Moreau et al., 2016). 
La production de plaquettes in vitro nécessite une bonne compréhension de la 
mégacaryopoïèse à tous les stades : de la production d’un nombre suffisant de MK à la mise 
en place d’un système permettant d’optimiser la libération de plaquettes. De plus en plus de 
bio-réacteur sont développés dans le but d’optimiser la production de plaquettes (pour revue 
: (Thon et al., 2017)). Néanmoins notre compréhension des mécanismes impliqués étant 
encore limitée, les méthodes de culture des MK eux-mêmes restent à affiner. 
 
III. Les organes hématopoïétiques 
Au cours du développement l’hématopoïèse a lieu dans plusieurs organes : le foie chez 
l’embryon et puis la moelle osseuse chez l’adulte. Ces organes comprennent des 
microenvironnements qui participent au contrôle de l’hématopoïèse. Le poumon est aussi un 
site qui chez l’adulte participerait à la mégacaryopoïèse. La notion de niche et de 
microenvironnement sera abordée dans le contexte de la CSH et du MK.  
 
1. Le foie  
a) L’organe adulte  
Chez l’adulte, le foie possède essentiellement des fonctions métaboliques, exocrines et 
endocrines. Il assure la production de la bile, la détoxification, la régulation de la concentration 
de glucose et la production de facteurs de coagulation et de protéines plasmatiques comme 
l’albumine. Différents types cellulaires le composent : les hépatocytes (70%), les cellules 
épithéliales biliaires (BEC) (3%), les cellules mésenchymateuses, les cellules étoilées (1.4%) 
(impliquées dans le métabolisme des rétinoïdes et le stockage de la vitamine A), les cellules 
de Kupffer (macrophages résidents, 2%), les cellules endothéliales sinusoïdales (2.5%) et les 
autres cellules endothéliales (artère, veine, artériole et veinule) (Pascale Grenard, 2005; Si-
Tayeb et al., 2010) (Figure 8).  
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Figure 8 : Organisation et structure du foie adulte 
Le foie représente 2 à 3% du poids total du corps humain et est composé d’une multitude de 
lobules hépatiques. Il possède un réseau de vaisseaux lymphatiques et une vaste 
vascularisation permettant de nombreux échanges avec le sang. Le foie reçoit le sang de la 
veine porte et de l’artère hépatique. Ces gros vaisseaux se ramifient ensuite en artériole et 
veinules dans les lobules hépatiques. Le sang provenant de ces vaisseaux se mélange au niveau 
des sinusoïdes pour ressortir au niveau des veines hépatiques puis de la veine cave retournant 
au cœur (Abdel-Misih and Bloomston, 2010). Les hépatocytes sont polarisés avec un pôle 
basal présent le long des sinusoïdes et un pôle apical le long des canalicules biliaires assurant 
ainsi l’échange de molécules (Gissen and Arias, 2015). 
Figure adaptée à partir de (Biomox, 2018). 
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b) Le foie au cours du développement 
Les différents types cellulaires hépatiques ont deux types d’origine chez l’embryon. Ainsi les 
hépatocytes et les BEC dérivent de l’endoderme alors que les autres types cellulaires dérivent 
du mésoderme. 
La première structure du foie est appelée diverticule hépatique et provient de l’épithélium de 
l’intestin antérieur à E9 de développement chez la souris (Zorn, 2008). A E9.5, apparaissent 
les hépatoblastes, à l’origine des futurs hépatocytes et des BEC (Bort et al., 2006) qui 
commencent à se différencier à E13 (Zorn, 2008). Ces hépatoblastes peuvent être isolés sur 
l’expression de différents marqueurs tels que : cytokératines 18 et 19 (CK18 etCK19), EpCam 
(epithelial cell adhesion molecule), E-cadhérine ou Dlk1 (Delta Like Non-Canonical Notch 
Ligand 1) (Tanimizu et al., 2003). Il a été montré chez l’homme que les hépatoblastes à 
proximité de la veine porte se différencient en BEC alors que ceux qui sont plus éloignés se 
différencient en hépatocytes (Ruebner et al., 1990). Les BEC tout comme les hépatocytes ne 
seront complètement différenciés qu’après la naissance (Gordillo et al., 2015) (Figure 9). 
Le développement veineux a lieu avant le développement artériel. La veine ombilicale est la 
principale veine afférente du foie embryonnaire. Après la naissance elle laisse place à la veine 
porte (Si-Tayeb et al., 2010). Les souris déficientes pour Flk-1 (ou VEGFR2) qui sont dépourvues 
de cellules endothéliales matures meurent précocement durant l’embryogenèse et ne 
présentent aucun développement hépatique. Elles présentent néanmoins également un 
défaut d’hématopoïèse avec un défaut des îlots sanguins (Fong et al., 1995). 
Les premières ébauches sinusoïdes sont observées à partir de E9.5 chez la souris (Matsumoto 
et al., 2001) et après 5 semaines de gestation chez l’Homme. Les sinusoïdes ne seront 
entièrement formés qu’entre la 6ème et 8ème semaine de gestation (Enzan et al., 1983) et ne 
présenteront des caractéristiques adultes qu’après la semaine 17 (Couvelard et al., 1996). Les 
sinusoïdes du foie présentent plusieurs caractéristiques telles que la présence de 
fenestrations (Wisse, 1972) et l’expression du récepteur LYVE-1 (lymphatic vascular 
endothelial hyaluronan receptor-1) marqueur des vaisseaux lymphatiques (Carreira et al., 
2001). Il a été démontré que dans le foie fœtal (FF) entre E12.5 et E14, 40% des CSH sont 
localisées à moins de 20 µm des vaisseaux de la veine porte et associées aux péricytes (Khan 
et al., 2016). 
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c) Le foie fœtal : organe hématopoïétique 
Au cours du développement embryonnaire, le foie est au départ un organe hématopoïétique, 
puis vers 14 jours de développement chez la souris le programme de différenciation des 
cellules hépatiques s’engage. Lorsque les premières cellules hématopoïétiques colonisent le 
foie celui-ci n’est pas encore entièrement constitué. Il a été suggéré que l’expansion et la 
croissance des hépatoblastes puisse être influencées par des molécules sécrétées par les 
cellules hématopoïétiques. Ainsi, il a été montré que l’oncostatine M (membre de la famille 
de l’IL-6), qui est sécrétée par les cellules hématopoïétiques chez la souris, favorisait la 
prolifération des hépatoblastes in vitro. De plus, les souris déficientes pour une sous-unité du 
récepteur à l’oncostatine M présentent un défaut de maturation du foie (Kamiya et al., 1999). 
Figure 9 : Développement embryonnaire du foie chez la souris 
Schéma des différents stades de développement du foie dans l’embryon de souris. 
L’endoderme est représenté en jaune, le foie en rouge et la vésicule biliaire en vert. 
L’endoderme se forme pendant la gastrulation (E7-8.5). A 8.5 le foie commence à se 
développer. Le diverticulum hépatique se forme à E9 et continue de se développer jusqu’au 
bourgeon hépatique à E10. A partir de E15 les hépatoblastes se différencient en hépatocytes 
et cellules biliaires. La maturation définitive du foie est graduelle et se termine après la 
naissance. Figure modifiée à partir de (Zorn, 2008). 
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Inversement, plusieurs études montrent l’importance des cellules du foie dans 
l’hématopoïèse. En effet, des co-cultures entre cellules non hématopoïétiques provenant du 
FF à E14.5 ou E15.5 favorisent la prolifération des progéniteurs hématopoïétiques Lin-Sca-1+c-
kit+ du FF ou de la moelle osseuse. Ces relations évoluent dans le temps puisque la même co-
culture réalisée avec des cellules stromales provenant d’un FF à E18.5 ne permet plus la 
prolifération des progéniteurs (Kinoshita et al., 1999). Cette relation dynamique est retrouvée 
pour les fonctions hépatiques lors de l’embryogenèse. Une étude transcriptomique et 
protéomique chez la souris a montré que durant la phase d’expansion hématopoïétique 
(environ de E11.5 à E14.5) les molécules liées aux fonctions hépatiques étaient réprimées. A 
l’inverse, après E15.5 des fonctions telles que le métabolisme des lipides, l’oxydation des 
acides gras ou encore la production des facteurs du complément et de coagulation 
augmentent (Guo et al., 2009). 
Une lignée fibroblastique immortalisée par le SV40 a été isolée du FF entre E14 et E14.5 de 
développement. Cette lignée stromale permet le maintien des MPP humains et des CSH 
murines in vitro (Kokkaliaris et al., 2016; Nolta et al., 2002; Punzel et al., 2002). Ces résultats 
corroborent les observations in vivo sur l’importance du microenvironnement du FF dans 
l’hématopoïèse. 
Le foie fœtal est donc un organe hématopoïétique transitoire. Quand les fonctions hépatiques 
(métaboliques) se mettent place il devient moins favorable à l’hématopoïèse qui à ce stade se 
développe dans la moelle osseuse (Ciriza et al., 2013). 
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2. La moelle osseuse 
La moelle osseuse est l’organe définitif de l’hématopoïèse. Les premières CSH y sont détectées 
à E16.5 chez la souris (Coşkun et al., 2014). 
 
a) Formation des os et de la moelle 
Au cours du développement embryonnaire, la formation des os longs passe tout d’abord par 
une structure cartilagineuse qui est ensuite envahie par des vaisseaux sanguins et par les 
premières cellules hématopoïétiques qui colonisent les logettes composées de tissu 
conjonctif. Ces logettes disparaissent ensuite pour laisser place à l’os (Charbord et al., 1996). 
L’os se forme par ossification (minéralisation) : 
- Soit du cartilage (ex : pour les os longs des membres) = ossification endochondrale 
- Soit du tissu conjonctif classique (ex : pour la formation d’os plat comme le crâne) = 
ossification endoconjonctive 
Lors de l’ossification endochondrale, l’os se forme à partir du cartilage hyalin et nécessite plus 
de temps que l’ossification endoconjonctive. Dans le cartilage, les chondrocytes différenciés 
à partir des cellules souches mésenchymateuses (MSC), sécrètent de la matrice extra-
cellulaire. Lorsque la matrice produite se minéralise, elle isole les chondrocytes qui 
s’hypertrophient puis meurent par apoptose. Ils laissent alors place à la formation de 
vaisseaux qui entrainent avec eux des cellules ostéogéniques permettant l’ossification de 
l’espace, et des cellules hématopoïétiques qui vont coloniser la cavité pour développer la 
moelle osseuse. La région centrale des os longs est perfusée à partir de 16.5 jours de 
développement chez la souris (Coşkun et al., 2014). Ces mécanismes de croissance du cartilage 
puis destruction et ossification se poursuivent jusqu’à l’âge adulte au niveau de la ligne 
épiphysaire des os longs, assurant leur croissance (Mackie et al., 2008). 
Lors de l’ossification endoconjonctive, des cellules mésenchymateuses se différencient en 
cellules ostéogéniques qui se regroupent au niveau d’un centre d’ossification pour donner les 
ostéoblastes. L’os croît alors par apposition des ostéocytes. L’ossification endoconjonctive 
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commence durant l’embryogenèse et se termine en même temps que l’adolescence lorsque 
les os plats de la face atteignent leur taille définitive (Safadi et al., 2009). 
 
b) Structure de l’os et de la moelle 
Les os longs sont composés d’une partie centrale longue et creuse appelée diaphyse. Les 
extrémités des os sont appelées épiphyses et sont situées au-dessus de la ligne épiphysaire 
responsable de la croissance des os longs. Enfin, les métaphyses désignent la partie entre la 
diaphyse et la ligne épiphysaire. Chez l’adulte, l’épiphyse se soude à la métaphyse suite à 
l’ossification de la ligne épiphysaire (Figure 10A).  
La moelle osseuse est située dans les cavités centrales des os longs tels que le fémur, le tibia 
ou l’humérus et des os plats tels que le sternum, les côtes ou la crête iliaque. Elle est 
également présente dans les métaphyses et épiphyses qui sont dites trabéculées (Clarke, 
2008). La moelle représente 3% du poids total d’un rat adulte et 5% du poids total d’un 
Homme (Picker, 1999). La moelle est composée de nombreux types cellulaires : 
hématopoïétiques, osseux, mésenchymateux, adipeux et endothéliaux mais également 
d’éléments non cellulaires : la matrice extra-cellulaire. Les cellules de la moelle osseuse 
subissent également de nombreuses contraintes physiques notamment de par la rigidité 
extrême du tissu. 
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Figure 10 : Structure et vascularisation d’un os long 
A. L’os long est divisé en trois régions : la diaphyse au centre puis les métaphyses et enfin les 
épiphyses aux extrémités. Il est entouré d’une membrane conjonctive le périoste. Selon la région 
de l’os, celui-ci sera dit compact ou trabéculé en fonction de son organisation. B. L’os est 
vascularisé dans toutes les régions qui le composent. Les vaisseaux principaux sont l’artère et la 
veine nourricière localisées de manière centrale. La présence de petits vaisseaux appelés 
sinusoïdes permet une grande surface d’échange entre la moelle osseuse et le sang. L’endoste est 
une membrane conjonctive tapissant l’intérieur de la cavité médullaire C. Angiogramme d’une tête 
de fémur d’un sujet de 20 ans avec injection de Barium. Les vaisseaux médullaires s’anastomosent 
entre eux et relient ainsi les différentes régions de l’os. On peut observer une forte vascularisation 
et ramification des vaisseaux au niveau de l’épiphyse. 
Figure adaptée à partir de (Spence, 1995) (a), (Travlos, 2006) (b) et (Trueta and Harrison, 1953) (c). 
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c) Le réseau vasculaire de la moelle osseuse 
Il existe une organisation particulière des vaisseaux sanguins dans la moelle osseuse qui est 
commune aux os longs. Ainsi, le sang est distribué du centre de la moelle vers la périphérie 
puis revient vers le centre avant d’en sortir. Pour les os longs (chez l’homme et la souris) on 
distingue au niveau de la diaphyse deux types d’artères qui s’anastomosent dans l’artère 
centrale se trouvant au centre de la cavité médullaire. Premièrement, les artères provenant 
du périoste (membrane conjonctive recouvrant la partie externe des os) irriguent l’os compact 
avant d’entrer dans la moelle osseuse. Elles se ramifient en petites artères et artérioles qui 
vont, pour certaines, s’anastomoser avec un plexus de sinus veineux relié à la veine centrale 
et pour d’autre s’anastomoser à l’artère centrale. Deuxièmement, les artères nourricières 
provenant du canal nourricier et qui entrent de manière oblique à l’os dans la moelle sans se 
ramifier. Ces vaisseaux se ramifient ensuite en artérioles et capillaires puis en sinusoïdes et 
veinules qui reviendront s’aboucher à la veine nourricière centrale (Travlos, 2006). La 
vascularisation de l’épiphyse est séparée du reste de la circulation médullaire chez l’enfant en 
raison de la ligne épiphysaire. Chez l’adulte les vaisseaux de l’épiphyse, de la métaphyse et de 
la diaphyse s’anastomosent entre eux au sein de la moelle osseuse (Trueta, 1997) (Figure 10B 
et C). Dans les os plats, de nombreux vaisseaux de tailles différentes entrent dans la moelle 
par l’intermédiaire de canaux nourriciers plus ou moins grands tout autour de l’os. 
Récemment il a été montré chez la souris et dans les os des membres chez l’homme la 
présence de vaisseaux reliant la moelle osseuse au périoste. Ces vaisseaux sont des capillaires 
pouvant être d’origine veineuse ou artérielle et sortent de la moelle de manière 
perpendiculaire à l’os cortical. Il est suggéré que ces vaisseaux soient les voies de sorties 
principales des cellules immunitaires de la moelle (Grüneboom et al., 2019). 
 
i. Vascularisation de la moelle  
Les vaisseaux sont distingués en fonction de leur taille et leur composition (Figure 11). Au 
niveau apical se trouve l’intima qui comprend un endothélium unistratifié pavimenteux c’est-
à-dire composé d’une seule couche de cellules endothéliales allongées. La définition d’un 
endothélium se fait par sa morphologie et inclut : la présence d’une lame basale et d’une 
lumière impliquant des cellules polarisées mais aussi des cellules jointives présentant des 
jonctions spécifiques (serrées et adhérentes). Les cellules endothéliales ne présentent pas de 
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jonction de type desmosome contrairement aux épithéliums. Les jonctions sont dynamiques 
et peuvent être organisées différemment selon l’organe où est présent le vaisseau (Bazzoni 
and Dejana, 2004). 
Les vaisseaux peuvent être recouverts partiellement de péricytes qui sont des cellules de type 
mésenchymateux. Ces cellules sont définies principalement par leur localisation à proximité 
des vaisseaux. Leur phénotype et leur activité sont hétérogènes et cette population n’a pas 
de définition précise (Armulik et al., 2011; Attwell et al., 2016).  
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 11 : Les différents types de vaisseaux 
Les vaisseaux peuvent être séparés en macro- et microvaisseaux. Les artères et veines sont 
des macrovaisseaux. Les microvaisseaux comprennent les artérioles, veinules et capillaires. 
Les sinusoïdes sont une spécialisation des capillaires. Les vaisseaux sont composés de 3 
couches : l’intima, la média et l’adventice sauf les capillaires qui sont uniquement composés 
de l’intima. 
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ii. Un type de vaisseau particulier : le sinusoïde 
Une des particularités de la moelle osseuse (particularité partagée avec le foie et la rate) est 
la présence de sinusoïdes qui ont un diamètre minimum de 50 µm et qui recueillent le sang 
des artérioles. Ces vaisseaux sont composés d’une seule couche de cellules endothéliales et 
sont partiellement recouverts de péricytes (Bianco, 2011) (Figure 12). Il a été suggéré que 
l’endothélium des sinusoïdes ne comporte pas ou peu de jonctions serrées et une lame basale 
discontinue, facilitant ainsi la transmigration des leucocytes et érythrocytes au travers de 
l’endothélium (Tavassoli and Shaklai, 1979). La lame basale des sinusoïdes serait de 
composition différente de celle d’autres vaisseaux (Inoue and Osmond, 2001). Elle est 
constituée principalement de chondroïtine-sulfate (peu présente habituellement), de 
laminine et de collagène de type IV. L’héparan-sulfate, participant à la stabilisation de la lame 
basale et habituellement présent, est ici absent (Inoue and Osmond, 2001). Les cellules 
endothéliales se recouvrent à certains endroits de manière parallèle entre elles laissant des 
espaces de 15 à 20 nm entre les membranes plasmiques avec peu de jonctions serrées. Les 
sinusoïdes du foie sont fenêtrés (Braet and Wisse, 2002). La présence ou non de fenestrations 
dans les sinusoïdes de la moelle est encore discutée. Les sinusoïdes murins et humains 
semblent avoir une organisation similaire (Wickramasinghe, 1991). Leur morphologie 
particulière permet une identification facile par imagerie mais nous manquons de marqueurs 
spécifiques pour les isoler. 
 
 
Figure 12 : Coupe histologique au niveau d’une tête de fémur humaine 
Sur cette coupe histologique en paraffine nous retrouvons au centre, un sinusoïde. Il se 
compose d’une simple et fine couche de cellules endothéliales très allongées et la lumière du 
vaisseau a un diamètre compris entre 150 et 200 µm. En son centre sont retrouvés des 
globules rouges. Il est entouré de cellules hématopoïétiques et d’adipocytes. 
Image : Camille Jost, UMR_S1255 Inserm, EFS Grand-Est 
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d) Composition cellulaire de la moelle osseuse 
La moelle osseuse est composée d’une grande variété de types cellulaires y compris : les CSH 
et leur descendance, les MSC, les cellules osseuses, les cellules endothéliales, les fibres 
neuronales, les chondrocytes et les adipocytes (Shen and Nilsson, 2012). Ces cellules forment 
des microenvironnements locaux dont la composition influence le devenir des CSH et des 
progéniteurs présents au sein de ces environnements. Au cours de ma thèse je me suis 
intéressée plus particulièrement aux cellules endothéliales et mésenchymateuses qui sont 
décrites plus en détail ci-dessous. 
i. Les cellules endothéliales 
Ces cellules sont polarisées, le pôle apical est dirigé vers la lumière du vaisseau et le pôle basal 
est au contact de la lame basale de l’endothélium. Elles expriment un certain nombre de 
marqueurs permettant de les identifier et de les isoler tels que CD31 (platelet endothelial cell 
adhesion molecule, PECAM-1) (Albelda et al., 1990), CD106 (vascular cell adhesion molecule-
1, VCAM-1) (Bevilacqua et al., 1987), CD34 (une phosphoglycoprotéine transmembranaire) 
(Fina et al., 1990), CD144 (Vascular Endothelial Cadherin, VE-cadhérine) (Lampugnani et al., 
1992). Ces marqueurs sont exprimés par l’ensemble des cellules endothéliales, mais d’autres 
ne sont exprimés que sur les cellules endothéliales artérielles, veineuses ou lymphatiques. 
Deux essais fonctionnels sont classiquement utilisés pour les caractériser in vitro. Le premier 
utilise la capacité d’incorporation du LDL (Low Density Lipoprotein) acétylé des cellules 
endothéliales (Voyta et al., 1984). Le second met à profit la réorganisation tridimensionnelle 
des cellules endothéliales dans un gel de Matrigel® et la formation de structures ressemblant 
à des tubes (Kubota et al., 1988). 
 
Fonctions des cellules endothéliales 
Les cellules endothéliales ont comme fonction première d’être à la fois une barrière et une 
surface d’échange entre le sang et le tissu environnant. Leur rôle de barrière est 
particulièrement décrit au niveau du cerveau où l’endothélium est nommé « barrière hémato-
encéphalique ». L’endothélium est néanmoins une surface d’échange moléculaire et cellulaire 
avec des mécanismes de passage trans- et para-cellulaire (Galley and Webster, 2004; 
Rodrigues and Granger, 2015). Les mécanismes d’intra- et d’extravasation ont été abordés 
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dans la partie A.II.4.a. Les cellules endothéliales participent également à la vasoconstriction et 
dilatation et aux réactions immunitaires (non détaillés ici, pour revue : (Galley and Webster, 
2004)). 
La surface des cellules endothéliales leur confère physiologiquement des propriétés à la fois 
anti-plaquettaire et anti-coagulante. Elles sécrètent de la prostacycline (PGI2) et de l’oxyde 
nitrique (NO) (Cines et al., 1998) qui empêchent l’activation plaquettaire en augmentant 
respectivement l’AMP (Adenosine MonoPhosphate) cyclique et le GMP (Guanosine 
MonoPhosphate) cyclique (de Graaf et al., 1992; Weksler et al., 1978). Les cellules 
endothéliales expriment également une ecto-ADPase (CD39) à leur surface qui métabolise 
l’ADP libéré par les plaquettes activées (Marcus et al., 2001). Une brèche dans l’endothélium 
ou l’exposition à des cytokines pro-inflammatoires peut conférer aux cellules endothéliales 
des propriétés pro-thrombotique et pro-coagulante (Michiels, 2003), par exemple en 
exprimant le facteur tissulaire initiant ainsi la cascade de coagulation (Stern et al., 1985). 
 
Les cellules endothéliales médullaires 
Très peu de données sont disponibles concernant spécifiquement les cellules endothéliales 
médullaires. Les méthodes généralement utilisées pour isoler et cultiver les cellules 
endothéliales d’autres organes ne semblent pas être très efficaces pour ces cellules. Les 
données disponibles ont été principalement obtenues dans la souris où elles ont pu être 
isolées en utilisant les marqueurs comme CD31 mais leur mise en culture reste problématique 
avec les milieux de culture classiquement utilisés pour ce type de cellules.  
Les cellules endothéliales médullaires, bien que présentant des caractéristiques communes 
avec les autres cellules endothéliales, semblent posséder quelques propriétés spécifiques. Ces 
cellules présentent notamment une capacité à assurer le « homing » (adressage) c’est-à-dire 
le retour des CSH circulantes dans la moelle osseuse. Dans des expériences de co-culture 
en Transwell Imai et al., ont montré que les cellules endothéliales pulmonaires ne 
permettaient pas de passage transendothélial contrairement aux cellules endothéliales de 
moelle osseuse. Le passage transendothélial stimulé par le chimioattractant SDF1 passe par 
un mécanisme impliquant les récepteurs VLA4 et VCAM-1 (Imai et al., 1999). 
Chez l’homme, il a été montré que les cellules endothéliales des sinusoïdes, tout comme celles 
des artérioles, des capillaires et des veinules, expriment CD31, CD34 et le vWf (Pusztaszeri et 
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al., 2006). L’analyse par microscopie d’une coupe de fémur entier de souris a mis en évidence 
des marqueurs plus spécifiques en fonction des différents types de vaisseaux. Ainsi les cellules 
endothéliales des sinusoïdes exprimeraient peu ou pas CD90, Sca-1, CD34 ou le vWf 
(contrairement à l’homme pour ce dernier) et expriment CD31, CD105 ainsi que VCAM-1. Une 
combinaison appropriée de ces marqueurs pourrait permettre de mieux trier les cellules 
endothéliales de sinusoïdes (Coutu et al., 2017b). Des marqueurs différentiels artério/veineux 
ont également été proposés dans l’embryon de souris où l’Ephrin B2 marque les vaisseaux 
artériels et l’Ephrin B4 les vaisseaux veineux (Wang et al., 1998). De même la protéine Sca-1 
serait spécifiquement exprimée par les vaisseaux artériels alors que les sinusoïdes ne 
l’expriment pas (Nombela-Arrieta et al., 2013). Il semble qu’en fait l’expression de Sca-1 qui 
est négative en imagerie microscopique et faiblement positive (dim) en cytométrie en flux. 
Enfin, les sinusoïdes exprimeraient la podoplanine contrairement aux artérioles (Xu et al., 
2018). Plusieurs revues récapitulent ces différents marqueurs permettant une distinction 
artério-veineuse (Aitsebaomo et al., 2008; Kume, 2010). Ces marqueurs ont tous été mis en 
évidence in situ mais leur expression pourrait être modifiée en culture compliquant ainsi leur 
séparation à partir de cultures cellulaires (communication personnelle, Nathalie Brouard). 
 
ii. Cellules souches mésenchymateuses 
Les MSC ou « colony forming unit-fibroblast » ont été en premier lieu décrites in vitro comme 
les cellules adhérentes de la moelle osseuse ayant une apparence fusiforme et un fort pouvoir 
de prolifération (Friedenstein et al., 1976). Elles représentent 0.001 à 0.01% des cellules de la 
moelle (Pittenger et al., 1999). Le terme de mésenchyme dérive du grec meso (milieu) et 
réfère au fait que les cellules mésenchymateuses se dispersent et migrent entre l’endoderme 
et l’ectoderme durant le développement embryonnaire (Caplan, 1991). Elles peuvent être 
localisées autour des vaisseaux sanguins et sont alors appelées péricytes (Caplan, 2008; Crisan 
et al., 2008). 
Les MSC sont présentes dans la moelle osseuse mais également dans une multitude de tissus : 
sang de cordon ombilical (Wagner et al., 2005), tissu dentaire (Huang et al., 2009), endomètre 
(Schuring et al., 2011), derme (Bartsch et al., 2005), … (pour revue (Crisan et al., 2012)).  
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Plusieurs travaux comparant les propriétés des MSC isolées à partir de différents tissus ont 
montré des différences fonctionnelles ou de capacité proliférative (Bieback et al., 2008; Chen 
et al., 2015). Par exemple, une étude a mis en évidence des différences de prolifération et de 
différenciation entre des MSC de cordon ombilical, tissu adipeux, ligament parodontal ou 
dentaire (Trivanovic et al., 2015). Une certaine prudence s’impose cependant car ces 
différences pourraient également être dues aux diverses méthodes d’isolement et de 
sélection de ces cellules (Wagner and Ho, 2007).  
 
Identification des MSC 
En 1977, Dexter et al., ont démontré que la présence de cellules stromales adhérentes 
provenant de la moelle osseuse était nécessaire au maintien des CSH murines in vitro (Dexter 
et al., 1977). A la suite de ces travaux de nombreux marqueurs ont été proposés pour identifier 
et isoler les MSC. Ainsi l’anticorps Stro-1 permet d’isoler les MSC humaines. L’isolement de 
cellules de moelle Stro-1 positives et Glycophorine A négatives (marqueur des érythrocytes) 
définit une population de cellules permettant le maintien de l’hématopoïèse in vitro à partir 
de CD34+ (Simmons and Torok-Storb, 1991). Par la suite, le récepteur LNGFR (low-affinity 
nerve growth factor receptor) a été mis en évidence pour identifier les MSC médullaires. Ces 
cellules LNGFR+ de la moelle ont été davantage caractérisées, elles expriment le collagène III, 
la réticuline et la vimentine mais sont négatives pour les marqueurs endothéliaux vWf, CD34 
et les marqueurs hématopoïétiques CD45 et CD68 (Cattoretti et al., 1993). Enfin, la molécule 
d’adhésion MCAM (Melanoma Cell Adhesion Molecule) ou CD146 a également été utilisée 
pour identifier les MSC et plus précisément des MSC localisées au niveau périvasculaire au 
niveau de la moelle osseuse (Sacchetti et al., 2007). 
Au vu des nombreux marqueurs utilisés pour définir et isoler les MSC, la Société Internationale 
de Thérapie Cellulaire a proposé des critères minimums pour définir les MSC (Dominici et al., 
2006) : 
- Elles doivent adhérer au plastique en culture 
- Elles doivent exprimer CD105, CD73 et CD90 et ne pas exprimer CD45, CD34, CD14, 
CD11b, CD79 alpha, CD19 et HLA-DR. 
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- Elles doivent être capables de se différencier en ostéoblastes, adipocytes et 
chondroblastes in vitro. 
Cependant, cette classification n’est pas universelle et certaines cellules appelées MSC 
n’obéissent pas à tous ces critères par exemple celles du cordon ombilical (Bieback et al., 
2008). Malgré les critères mis en place en 2006 il est admis que les MSC sont une population 
hétérogène dont les capacités de différenciation et de prolifération sont variables (Bianco et 
al., 2013; Delorme et al., 2008; Ho et al., 2008; Phinney, 2012). 
 
Les MSC médullaires 
Les MSC de la moelle ont été les premières à être caractérisées et étudiées (Dexter et al., 
1977). La relation entre les MSC et les cellules hématopoïétiques sera développée dans la 
partie A.IV.2.d. 
Tout comme les MSC d’autres organes, les MSC de moelle peuvent se différencier en 
ostéoblastes, chondrocytes et adipocytes (Chamberlain et al., 2007). Il a également été 
montré qu’in vitro, les MSC peuvent se différencier en neurones (Woodbury et al., 2000) ou 
en myocytes (Wakitani et al., 1995). Les marqueurs proposés pour isoler ces cellules 
comprennent Stro-1, CD73 ou CD90 et un marquage négatif pour les cellules 
hématopoïétiques (CD45-) et endothéliales (CD31-) (Chamberlain et al., 2007). Les premiers 
marqueurs utilisés pour définir les MSC ont d’ailleurs tous été observés sur des MSC 
médullaires (Cattoretti et al., 1993; Sacchetti et al., 2007; Simmons and Torok-Storb, 1991). 
Les MSC médullaires expriment les marqueurs définis par la Société Internationale de 
Thérapie Cellulaire c’est-à-dire CD73, CD90 et CD105 (Rojewski et al., 2008). 
 
e) Composants non cellulaires  
Les composants non cellulaires participant à la mégacaryopoïèse comprennent la matrice 
extra-cellulaire, les contraintes physiques (voir partie A.IV.2.c) et les facteurs solubles (voir 
partie A.II.5). 
La matrice extra-cellulaire est composée de protéines synthétisées par les cellules stromales 
mais également par les cellules hématopoïétiques dont les MK (Malara et al., 2014; 
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Zuckerman and Wicha, 1983). Ces protéines incluent la fibronectine, le collagène de type I, III 
et IV, la laminine, la thrombospondine et les protéoglycanes.  
La fibronectine est présente au niveau de l’os, du périoste et de l’endoste au sein du stroma 
de la moelle et dans les MK. Aucun marquage n’est spécifiquement retrouvé au niveau des 
vaisseaux (Coutu et al., 2017a; Nilsson et al., 1998). 
Le collagène de type I est réparti dans l’os compact, les trabécules osseux et au niveau de 
l’endoste (Coutu et al., 2017a; Nilsson et al., 1998). Les collagènes III et IV sont retrouvés dans 
le périoste mais le collagène IV est également présent autour des vaisseaux (Coutu et al., 
2017b; Nilsson et al., 1998). 
La laminine quant à elle est fortement exprimée dans le périoste. Elle est également retrouvée 
autour des artères mais de manière discontinue autour des sinusoïdes (Coutu et al., 2017b; 
Nilsson et al., 1998).  
La thrombospondine est synthétisée par de nombreuses cellules de la moelle dont les cellules 
endothéliales, les fibroblastes, les cellules musculaires lisses et possiblement les MK. Sa 
localisation n’est pas exactement déterminée (Long and Dixit, 1990; McLaren, 1983).  
Enfin, le fibrinogène est localisé au niveau de la paroi des sinusoïdes mais également dans le 
MK qui le synthétise (Belloc et al., 1985; Larson and Watson, 2006).  
D’autres constituants comme les glycosaminoglycanes (GAG) sont présents dans la matrice 
extra-cellulaire. Ce sont des sucres à longues chaînes composés de 1 à 25000 répétitions de 
disaccharides. A l’exception de l’acide hyaluronique, tous les GAG sont liés à un « core » 
protéique et sont sulfatés, ils sont alors appelés protéoglycanes (Handel et al., 2005). Dans la 
moelle on retrouve l’héparan-sulfate, la chondroïtine-sulfate et le dermatan-sulfate (Klein, 
1995).  
 
f) Le vieillissement de la moelle  
Deux types de moelle osseuse sont généralement décrits chez l’Homme : la moelle rouge et 
la moelle jaune. La moelle rouge est la moelle active et est la plus représentée chez le 
nouveau-né et l’enfant. Elle est caractérisée par une forte présence de cellules 
hématopoïétiques et une hématopoïèse très active. Au cours du vieillissement la moelle rouge 
est peu à peu remplacée par la moelle jaune composée à 95% d’adipocytes de graisse blanche 
(Hartsock et al., 1965). Le mécanisme de ce remplacement est encore incompris et a 
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principalement lieu dans les os longs et non dans les os plats (Gurevitch et al., 2007). Cette 
transition de la moelle rouge à la moelle jaune a été visualisée par imagerie médicale 
(scintigraphie et imagerie par résonance magnétique) chez l’homme. Ainsi, 50% de la moelle 
osseuse de l’Homme adulte est de la moelle jaune et est principalement localisée dans le 
squelette appendiculaire alors que les 50% de moelle rouge sont localisés dans le squelette 
axial et les régions proximales des membres (ex : tête du fémur) (Blebea et al., 2007). 
Cependant, la moelle jaune constitue également une réserve de l’hématopoïèse puisqu’elle 
peut être à nouveau convertie en moelle rouge sous certaines conditions de stress 
(Wickramasinghe and Bain, 1986). Ce processus de vieillissement a également lieu chez le rat 
et la souris. Ainsi dans un rat jeune de 2 mois, la cellularité moyenne (pourcentage de la 
surface de moelle osseuse occupée par les cellules hématopoïétiques) est de 80% alors qu’elle 
est diminuée à 66% à 24 mois (Cline and Maronpot, 1985). 
  
3. Le poumon  
Bien que la moelle osseuse soit classiquement décrite comme le siège de la mégacaryopoïèse 
et de la thrombopoïèse chez l’adulte, il semblerait que le poumon ait également un rôle à 
jouer. Cette notion est ancienne, le poumon serait un organe hématopoïétique secondaire 
intervenant dans la mégacaryopoïèse (Aschoff, 1893).  
Il a également été proposé que la microcirculation pulmonaire servirait de « filtre » 
permettant le remodelage des MK et des fragments de MK en plaquettes. Cette proposition 
s’appuie sur l’observation de MK et de MKp dans l’espace extravasculaire. En 1937, Howell et 
Donahue, suggéraient que des MK pouvaient être localisés dans les poumons et y produire 
des plaquettes en visualisant des frottis sanguins provenant de l’artère pulmonaire ainsi que 
des sections de poumons de chats (Howell and Donahue, 1937). 
Il a été montré chez l’homme la présence en faible nombre de MK matures dans la circulation; 
présentant un noyau polylobé, des granules alpha et un DMS (visualisé par microscopie 
électronique à transmission). Il a également été constaté une numération plaquettaire plus 
importante dans la circulation en aval des poumons (artérielle) qu’en amont (veineuse) alors 
que l’inverse est observé pour les rares MK présents dans la circulation (Kallinikos-Maniatis, 
1969). En effet, 98% des MK circulants quittant les poumons ne possèderaient plus de 
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cytoplasme indiquant la libération de plaquette au niveau pulmonaire (Levine et al., 1993). 
L’hypothèse, reprise à maintes reprises, est que ces MK proviendraient de la moelle osseuse 
ou de la rate et se retrouveraient ensuite bloqués dans les capillaires pulmonaires (Kaufman 
et al., 1965; Pedersen, 1978; Scheinin and Koivuniemi, 1963). 
Récemment ces deux notions ont été reprises et confirmées par Lefrançais et al., 2017 par 
imagerie intravitale dans la souris. Cette étude montre que des MK provenant de la moelle 
migreraient jusqu’aux poumons et libèreraient les plaquettes directement dans la 
microcirculation pulmonaire. Ainsi, 50% des plaquettes seraient produites dans le poumon 
(Lefrançais et al., 2017). De plus, des MKp et des MK ont été observés dans l’espace 
extravasculaire où ils assureraient une production locale de plaquettes. Cependant ces 
résultats ne sont peut-être pas représentatifs de la situation physiologique car ils ont nécessité 
une chirurgie importante que ce soit pour l’imagerie intravitale ou pour les greffes de 
poumons susceptible d’entrainer une inflammation. Or il a été décrit que l’inflammation des 
poumons conduit à une augmentation du nombre de MK dans la circulation et au niveau 
pulmonaire (Scheinin and Koivuniemi, 1963).  
Au vu de ces études, l’hypothèse que des MK ou de gros fragments de MK sortent de la moelle 
et soient piégés dans la micro-circulation pulmonaire pour y libérer des plaquettes est de plus 
en plus admise.  
 
IV. Microenvironnement cellulaire de l’hématopoïèse et de la 
mégacaryopoïèse 
 
1. Le microenvironnement hématopoïétique 
Dans les années 70, les bases du concept de microenvironnement hématopoïétique ont été 
posées (Allen and Dexter, 1976; Friedenstein et al., 1976). Le terme de microenvironnement 
désigne des éléments cellulaires ou non qui participent à la régulation de l’hématopoïèse 
(Adams and Scadden, 2006; Charbord, 2010; Lemischka, 1997; Torok-Storb et al., 1999; Wilson 
and Trumpp, 2006). Les travaux de T. Dexter, ont démontré que la moelle osseuse contenait 
une population de cellules capables de former des couches adhérentes in vitro qui permettent 
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le maintien des CSH (Dexter et al., 1977). Ces cellules ont été nommées cellules stromales et 
comprennent des cellules capables de former des colonies fibroblastiques en culture : CFU-F 
(Castro-Malaspina et al., 1980), et des cellules endothéliales. 
Le microenvironnement hématopoïétique comprend les cellules endothéliales ou 
mésenchymateuses, des cytokines et facteurs de croissance et la matrice extra-cellulaire 
(Barthes et al., 2014; Bentley, 1982). En 1978 R. Schofield propose alors le terme de niche pour 
décrire le microenvironnement particulier de la CSH (Schofield, 1978). Selon la définition, la 
niche est composée des cellules environnantes à la CSH et des facteurs qu’elles sécrètent. Elle 
permet de maintenir les caractéristiques de la CSH.  
Dans les années qui suivirent de nombreuses équipes ont essayé de mieux définir la 
localisation et la composition de la niche. 
 
a) Composition de la niche hématopoïétique 
Historiquement, les CSH ont été localisées à proximité de l’endoste (Lambertsen and Weiss, 
1984) suggérant que les ostéoblastes constituent la niche. Des expériences in vitro de co-
culture ont montré l’importance des ostéoblastes pour l’hématopoïèse et le maintien des CSH 
(Taichman and Emerson, 1994; Taichman et al., 1996). Des études plus récentes confirment 
cette localisation proche de l’endoste (Sugiyama et al., 2006; Zhang et al., 2003). Les 
ostéoblastes, présents au niveau de l’endoste, participeraient au maintien des CSH à et leur 
rétention dans la moelle osseuse en sécrétant localement du CXCL12 (SDF1) (Broxmeyer et 
al., 2005; Sugiyama et al., 2006), de l’ostéopontine (Stier et al., 2005), de l’angiopoïétine 1 
(Arai et al., 2004) et de la TPO (Qian et al., 2007; Yoshihara et al., 2007). Le contact direct entre 
CSH et ostéoblastes participe également au maintien des CSH via la N-cadhérine (Zhang et al., 
2003).  
L’étude de la localisation des CSH et de leur niche a longtemps été limitée par le peu de 
techniques disponibles. En effet, le phénotype permettant d’identifier la CSH requiert la 
combinaison d’un grand nombre d’anticorps ce qui complique leur visualisation par 
immunomarquage. En 2005, l’étude de MJ. Kiel a permis d’établir un phénotype basé sur les 
marqueurs CD150+CD41-CD48-CD244- qui identifie simplement les CSH, permettant leur 
localisation par immunomarquage (Kiel et al., 2005). Ainsi il a été montré que les CSH et leur 
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niche seraient situées à proximité des sinusoïdes médullaires (Acar et al., 2015; Kiel et al., 
2005; Kunisaki et al., 2013). D’autres études ont localisé les CSH près des vaisseaux 
indépendamment de leur nature artérielle ou sinusoïdale (Chen et al., 2016; Nombela-Arrieta 
et al., 2013).  
L’étude de Y. Kunisaki démontre que les CSH sont principalement situées près des sinusoïdes 
même si environ 10% d’entre elles sont situées près des artérioles. De manière intéressante, 
ils observent que la distance entre les CSH et les sinusoïdes est en moyenne beaucoup plus 
faible et homogène en comparaison à la distance avec les artérioles qui est hétérogène et qui 
peut être plus éloignée. L’espace péri-vasculaire des sinusoïdes et des artérioles diffère par 
leur teneur en O2, la perméabilité vasculaire et le nombre de péricytes suggérant deux types 
de niches distinctes. Il est supposé que les CSH présentes dans la niche artériolaire seraient 
plus quiescentes que celles présentes à proximité des sinusoïdes (Kunisaki et al., 2013). Les 
cellules endothéliales sinusoïdales, participeraient à la maintenance des CSH via la voie Notch 
(Butler et al., 2010), la voie Akt et l’expression de facteurs angiocrines (Kobayashi et al., 2010) 
et enfin l’expression de SCF (Ding et al., 2012). En conclusion et au vu des études les plus 
récentes il semblerait que la niche des CSH ne soit pas spécifiquement située près de l’endoste 
mais principalement à proximité des vaisseaux et plus précisément des sinusoïdes (Sugiyama 
et al., 2006). Une faible proportion des CSH est circulante (Goodman and Hodgson, 1962) et 
les CSH à proximité des sinusoïdes, vaisseaux perméables, pourraient être à l’origine de ces 
CSH circulantes (Itkin et al., 2016). Cette capacité à circuler peut être mise à profit pour 
mobiliser les CSH dans la circulation et les collecter dans un but thérapeutique ou de recherche 
(Horwitz, 2007).  
Les cellules réticulaires CAR, exprimant fortement le CXCL12 (qui ont les caractéristiques des 
MSC), participent également à la maintenance des CSH. Ces cellules sont localisées à proximité 
des sinusoïdes que ce soit dans la région de l’endoste ou non (Sugiyama et al., 2006). Une 
étude a confirmé la proximité des CSH avec des cellules périvasculaires exprimant le CXCL12 
sans pour autant citer les cellules CAR. Ces cellules expriment également le récepteur à la 
leptine (Acar et al., 2015). Il a également été décrit que les MSC exprimant la nestine 
participeraient au maintien des CSH au sein de la moelle osseuse (Méndez-Ferrer et al., 2010). 
Des péricytes particuliers, NG2+ (chondroitin sulphate proteoglycan-4, Cspg4), seraient 
localisés exclusivement autour des artérioles et permettraient la quiescence des CSH (Kunisaki 
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et al., 2013). Les péricytes localisés au niveau des sinusoïdes sont quant à eux LEPR+ (leptin 
receptor) et permettent la maintenance des CSH via l’expression de SCF (Ding et al., 2012). 
 
b) Le MK : un nouveau composant cellulaire de la niche 
 Des études récentes ont suggéré que le MK faisait également partie de la niche de la CSH. Ce 
rôle a été dévoilé par l’étude de souris exprimant le récepteur de la toxine diphtérique sous 
le contrôle du promoteur du PF4 permettant la déplétion des MK de la moelle après injection 
de la toxine. Dans cette condition les auteurs ont observé une augmentation des CSH en 
prolifération et des MPP ainsi qu’une forte diminution de TGFβ1 au sein de la moelle. 
L’injection de TGFβ1 dans les souris déplétées en MK restaure la quiescence des CSH. Ces 
résultats suggèrent que les MK participent à la quiescence des CSH via la sécrétion du TGFβ1 
(Zhao et al., 2014). Au regard des données indiquant l’existence de CSH préorientées vers la 
mégacaryopoïèse (partie A.II.1.b) il serait intéressant de vérifier si cette population 
particulière est activée dans ce contexte. 
La même année, l’équipe de T. Suda a confirmé l’importance du MK pour la quiescence des 
CSH avec une approche similaire de déplétion des MK. L’absence de MK entraine une 
diminution significative du nombre de CSH quiescentes ou CSH à long terme. Les auteurs 
mettent en évidence une forte expression de la TPO dans les MK et la restauration du nombre 
de CSH après administration de TPO (Nakamura-Ishizu et al., 2014). Ils en concluent que le MK 
participe à la quiescence des CSH via la production de TPO de manière locale. Par la suite ils 
ont mis en évidence que cette production de TPO était dépendante du récepteur CLEC-2 
(Nakamura-Ishizu et al., 2015). 
Afin d’établir si ces résultats ne sont pas simplement le reflet d’une mobilisation des CSH pour 
rétablir le pool de MK il serait judicieux de réaliser des expériences de déplétion d’autres 
lignées hématopoïétiques et d’évaluer l’effet sur la quiescence des CSH.  
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2. Microenvironnement de la mégacaryopoïèse 
L’engagement des CSH vers une voie de différenciation va mettre en œuvre un 
microenvironnement propre qui aura pour rôle l’orientation vers les différentes lignées 
hématopoïétiques. Pour identifier et comprendre le microenvironnement de la 
mégacaryopoïèse, il faut d’abord prendre en compte la localisation des MK et de leurs 
progéniteurs dans le tissu hématopoïétique. 
 
a) Localisation du MK dans la moelle osseuse  
En 1978, Lichtman et al., ont étudié la relation entre les MK et les sinusoïdes chez la souris. 
Pour cela ils ont comparé 30 photographies issues de coupes de moelle osseuse de 10 souris 
et ont pu démontrer que la position du MK par rapport au sinusoïde n’était pas aléatoire mais 
bien déterminée (Lichtman et al., 1978). Le fait que les MK étaient principalement situés à 
proximité des vaisseaux a été confirmé dans plusieurs publications (Avecilla et al., 2004; 
Tavassoli and Aoki, 1989). Compte tenu de la localisation des CSH près de l’endoste, il était 
alors supposé une migration des MKp à partir de l’endoste vers les vaisseaux sanguins lors de 
la mégacaryopoïèse (Avecilla et al., 2004) qui serait sous le contrôle de SDF1 (Niswander et 
al., 2014). Ce modèle est maintenant remis en question au vu de la localisation périvasculaire 
des CSH. Par ailleurs la localisation des MK au sein de la moelle étudiée par microscopie sur 
coupe de moelle et intravitale a démontré une faible mobilité du MK au sein de la moelle et 
la localisation des MKp majoritairement à proximité des sinusoïdes (moins de 2 µm). Les 
auteurs notent néanmoins la forte densité du réseau vasculaire dans la moelle comme 
pouvant favoriser cette proximité mais concluent que la position des MK par rapport à celui-
ci n’est pas aléatoire (Stegner et al., 2017). 
 
b) Régulation de la mégacaryopoïèse par la matrice extra-cellulaire 
La fibronectine participe à la prolifération des progéniteurs et à la formation des 
proplaquettes. Cependant, elle aurait un rôle inhibiteur sur la maturation et plus 
particulièrement sur la polyploïdisation du MK (Malara et al., 2014). Le collagène de type I 
inhibe la formation des proplaquettes (Malara et al., 2011; Semeniak et al., 2016) en favorisant 
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l’adhésion du MK au stroma et la formation de fibre de stress d’actine au sein de la cellule 
(Sabri et al., 2004). Il est néanmoins favorable à la différenciation et la maturation du MK 
(Pallotta et al., 2009). Bien que le collagène IV soit également présent autour de tous les 
vaisseaux de la moelle osseuse il ne semble pas jouer de rôle dans la formation des 
proplaquettes (Coutu et al., 2017b; Nilsson et al., 1998; Semeniak et al., 2016). Enfin, le 
fibrinogène est localisé au niveau de la paroi des sinusoïdes (Larson and Watson, 2006). Il 
favorise l’émission de proplaquettes et la formation des plaquettes (Balduini et al., 2008; 
Larson and Watson, 2006).  
Le rôle des GAG est encore mal connu mais tout comme les protéines de matrice ils 
participeraient à l’hématopoïèse. Ainsi les GAG permettent une meilleure prolifération des 
cellules hématopoïétiques in vitro (Spooncer et al., 1983) et participeraient à la mobilisation 
de CSH in vivo (Albanese et al., 2009). Le perlecan (un héparan sulfate) a des propriétés anti-
adhésives induisant plutôt la migration des cellules hématopoïétiques. Cependant il peut 
également présenter des facteurs de croissance participant à la différenciation et la 
prolifération des progéniteurs (Klein, 1995; Klein et al., 1995). 
 
c) Régulation par des contraintes physiques 
La moelle osseuse est un tissu en 3 dimensions constitué en particulier de l’os, des vaisseaux, 
des cellules hématopoïétiques et de la matrice extra-cellulaire. Plusieurs types de forces 
s’appliquent donc lors de la mégacaryopoïèse, de la CSH à la libération de plaquettes. La 
moelle est un tissu présentant une forte densité de cellules, qui sont donc toutes soumises à 
des forces d’étirement et de compression de la part des cellules environnantes. Lorsque le MK 
émettra les proplaquettes au travers de l’endothélium, celui-ci sera sous l’influence des forces 
de cisaillement créées par le flux sanguin. Enfin, toutes les cellules de la moelle sont soumises 
à la rigidité du tissu (Charras and Sahai, 2014).  
Ces forces peuvent être ressenties par la cellule, comme le MK, par mécanotransduction et se 
traduire par un signal intracellulaire influençant le devenir du MK (Soves et al., 2014). Un 
article récent a mis en évidence l’influence de la rigidité du milieu in vitro sur le degré de 
différenciation des MK. Ainsi la culture de MK dans un milieu semi-solide de rigidité contrôlée, 
par comparaison avec la culture en milieu liquide, permet une meilleure production de 
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proplaquettes suite à la resuspension des MK en milieu liquide. Ces MK présentent une 
morphologie et structure plus proches de celles observées pour les MK in situ ainsi qu’une 
ploïdie augmentée (Aguilar et al., 2016). 
 
d) Composition cellulaire du microenvironnement du MK 
Assez peu d’études ont analysé le rôle du microenvironnement cellulaire dans le contrôle de 
la mégacaryopoïèse. Il a été montré que les MSC de moelle osseuse humaine favorisaient la 
production de MK émettant des proplaquettes à partir de progéniteurs hématopoïétiques de 
type CD34+ (Cheng et al., 2000). De plus la co-transplantation de MSC avec des cellules CD34+ 
permet une meilleure reprise de la mégacaryopoïèse et une meilleure production de 
plaquettes dans des souris NOD/SCID (Non-Obese Diabetic/Severe Combined 
ImmunoDeficiency) par rapport à une transplantation de CD34+ seules (Angelopoulou et al., 
2003).  
Le groupe de S. Rafii a étudié le rôle des cellules endothéliales médullaires sur la 
mégacaryopoïèse in vitro. Il a pu mettre en évidence l’importance de l’origine médullaire de 
ces cellules par rapport au cellules HUVECs (cellules endothéliales de veine de cordon 
ombilical) dans leur capacité à favoriser la mégacaryopoïèse à partir de progéniteurs CD34+ 
(Rafii et al., 1995). Les chimiokines sécrétées par les cellules endothéliales médullaires 
permettraient la localisation des MKp à proximité de l’endothélium pour les dernières étapes 
de la mégacaryopoïèse (Avecilla et al., 2004). Les péricytes, localisés autour des artérioles de 
la moelle participent à la maturation du MK et l’émission de proplaquettes via une interaction 
CLEC2/Podoplanine (Tamura et al., 2016). Bien que l’interaction cellule endothéliale/MK soit 
évidente in situ, il n’y a pour le moment que peu d’étude sur les mécanismes d’interaction 
entre ces deux types cellulaires. 
De même peu de données existent sur l’interaction entre les ostéoblastes et les MK. Il a été 
montré qu’ils jouent un rôle dans la mégacaryopoïèse en permettant à la CSH d’aller jusqu’au 
stade de MK mature dans un système de co-culture via VCAM-1 (Pallotta et al., 2009). Une 
autre étude implique la production d’IL-9 par les ostéoblastes ce qui favorise la 
mégacaryopoïèse (Xiao et al., 2017). Le microenvironnement du MK et de la CSH sont repris 
dans la figure 13.  
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Figure 13 : Résumé des connaissances sur le microenvironnement des CSH et des MK 
Sur le schéma sont représentés en noir les facteurs impliqués et interactions connues entre 
les cellules du microenvironnement et les CSH et en violet ceux connus pour les MK. Les 
mécanismes intervenant entre les cellules stromales et la mégacaryopoïèse sont restreints 
et méconnus. CE : cellule endothéliale 
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Objectif du travail de thèse 
 
L’objectif de mon travail de thèse a été de déterminer le rôle du microenvironnement 
cellulaire dans le cadre de la mégacaryopoïèse. A la fois lors de l’embryogenèse et chez 
l’adulte, la mégacaryopoïèse est régulée par les cytokines et les cellules présentes dans le 
microenvironnement. Une meilleure compréhension de ces interactions permettra de mettre 
en évidence des mécanismes encore inconnus. 
Pour cela nous avons choisi de travailler in vitro avec des cellules primaires murines et 
humaines dans des systèmes de co-cultures, les cellules primaires permettant d’être plus 
proche de la situation in vivo. Ma thèse se divise en deux parties (figure 14) :  
 
Partie 1 
La première partie de ma thèse est présentée sous forme d’un article publié (partie 1, Article 
1). Elle s’intéresse à la mégacaryopoïèse au cours du développement. Nous avons isolé une 
population de progéniteurs hépatocytaires particuliers au sein du foie fœtal murin. Ces 
cellules, présentes de manière transitoire lors du développement, favorisent la production de 
MK à partir de CSH murines et humaines.  
 Partie 2 
Lors des phases finales de la mégacaryopoïèse, les MK sont à proximité des vaisseaux 
sinusoïdes de la moelle. Cette position n’étant pas aléatoire, nous nous sommes intéressés à 
l’interaction entre les MK et les cellules endothéliales médullaires et aux conséquences sur la 
maturation des MK. Cette étude a été réalisée sur des co-cultures de cellules primaires 
humaines et démontre l’importance des cellules endothéliales médullaires dans la 
mégacaryopoïèse. Elle fait l’objet d’un article en préparation présenté dans la partie 2.  
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Figure 14 : Thèmes abordés lors de la thèse 
Mon projet de thèse se divise en deux parties qui toutes deux portent sur le 
microenvironnement de la mégacaryopoïèse. Dans le projet 1 je me suis intéressée au 
microenvironnement présent dans le foie fœtal et à son interaction avec les CSH puis les 
progéniteurs aux stades précoces de la différenciation en MK. Dans le projet 2 je me suis 
consacrée aux phases finales de la mégacaryopoïèse et plus principalement à l’interaction 
entre les MK et les cellules endothéliales. 
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B. Travail de thèse 
 
I. Partie 1 : Rôle du foie fœtal dans la mégacaryopoïèse 
1. Introduction  
Comme nous l’avons vu dans la partie III.A de l’introduction générale, de nombreuses 
interactions entrent en jeu lors de l’embryogenèse entre les cellules du foie fœtal et les 
cellules hématopoïétiques. L’expansion des cellules hématopoïétiques dans le FF a lieu 
principalement entre J12.5 et J15.5 chez la souris (Mikkola and Orkin, 2006). Nous avons 
postulé que le foie fœtal contiendrait à ces stades un microenvironnement particulier qui 
favorise l’expansion des progéniteurs hématopoïétiques, et en particulier celle des 
progéniteurs mégacaryocytaires. Le but de cette étude a été de déterminer quelles cellules et 
mécanismes étaient impliqués dans l’expansion observée in vivo.  
A mon arrivée au laboratoire il avait déjà été montré qu’une population particulière de cellules 
stromales de foies fœtaux murins, la population V+P-, favorisait la différenciation de CSH 
murines en MK. Mon objectif a été d’évaluer si cette population stromale présentait les 
mêmes propriétés vis-à-vis des cellules hématopoïétiques humaines au vu notamment de 
différences possibles avec la souris, modèle le plus fréquemment utilisé pour étudier 
l’hématopoïèse.  
Pour se rapprocher des travaux déjà réalisés dans la souris, où des CSH bien caractérisées 
avaient été utilisées, un protocole a été mis en place permettant d’obtenir en nombre 
suffisant une population la plus enrichie possible en CSH humaines. Les CSH classiquement 
utilisées chez l’Homme pour la différenciation des MK in vitro sont des cellules CD34+, une 
population hétérogène de progéniteurs plus ou moins engagés contenant peu de véritables 
CSH. Celles-ci ont été récemment mieux définies par Notta et al., (2016) sur la base d’un 
phénotype CD34+CD38−CD45RA−Thy1+CD49f+CD71−BAH1−. Cette population représente 5,4% 
des CD34+ dans le FF, 1,5% des CD34+ dans le sang de cordon et 1,2% des CD34+ dans la moelle 
osseuse (Notta et al., 2016). Dans notre étude cette population a été purifiée à partir de filtres 
de leuco-déplétion utilisés lors de la préparation des produits sanguins pour transfusion 
(plaquettes, globules rouges, plasma). Ces filtres permettent de retenir les leucocytes à partir 
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d’un pool de 5 dons de sang total. Les cellules extraites de ces filtres sont déplétées en cellules 
engagées par une méthode de « rosetting » (Figure 15). Suite à cette étape nous avons isolé 
les cellules CD45+CD34+CD38-CD45RA- qui représentent en moyenne 6% des CD34+ et qui 
correspondent à des CSH et MPP (Notta et al., 2016). Cette population a été triée par FACS 
selon un phénotype moins stringent que dans l’étude de Notta et al., afin d’obtenir un nombre 
suffisant de cellules enrichies en CSH pour les expériences à réaliser.  
Pour limiter l’influence des cytokines ajoutées au milieu de culture et permettre de révéler les 
propriétés intrinsèques des cellules stromales, les cultures ont été réalisées avec des 
concentrations faibles en cytokines. Ces concentrations ont été définies pour permette 
d’assurer a minima la survie des cellules hématopoïétiques ainsi qu’une faible prolifération 
mais peu d’engagement. Ainsi, les résultats obtenus au terme des co-cultures sont 
principalement le reflet de l’influence des cellules stromales sur les CSH avec peu 
d’interférence des molécules présentes dans le milieu.  
 
 
2. Principaux résultats 
J’ai pu montrer que des stroma cellulaires d’origine murine pouvaient également soutenir la 
mégacaryopoïèse à partir de CSH d’origine humaine. Plus précisément, la population de 
progéniteurs hépatiques V+P- a démontré une capacité importante à favoriser la 
mégacaryopoïèse à partir de CSH avec une efficacité supérieure aux cellules stromales V+P+ et 
V-P+. Ce tapis cellulaire a non seulement permis une production importante de MKp à fort 
pouvoir proplaquettogène (CD34+CD41dim) mais également de MK polyploïdes CD41+CD42c+. 
Ainsi, l’ensemencement de 500 CSH sur le stroma V+P- a permis d’obtenir en moyenne 100 000 
cellules hématopoïétiques CD45+ dont 35 000 MK. Ces résultats sont présentés dans la figure 
7 du manuscrit Brouard et al., 2017. 
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Figure 15 : Méthode de « rosetting » utilisée pour éliminer les cellules engagées 
A. Cette méthode s’appuie sur une sélection négative des cellules les plus primitives 
présentes dans la suspension de cellules mononuclées obtenue à partir de filtres de 
leucodéplétion. Adaptée de (Soler et al., 2017). Le mélange d’anticorps présents dans cette 
solution (B) va reconnaître l’ensemble des cellules engagées. Ces anticorps sont couplés à 
des anticorps anti-glycophorine A ciblant les érythrocytes permettant un phénomène de type 
« rosetting » et l’élimination des cellules engagées par sédimentation. 
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Key Points
• Two types of fetal liver
stromal cell populations
are identified: mesen-
chymal cells and pre-
hepatic cells.
• The prehepatic stromal
cell population exhibits
a unique capacity to
support the production
of megakaryocytes
from human and mouse
HSCs.
The fetal liver is the site of a major expansion of the hematopoietic stem cell (HSC) pool
and is also a privileged organ to study megakaryocyte progenitor differentiation. We
identiﬁed in the mouse fetal liver at day 13.5 a discrete stromal cell population harboring
a CD452TER1192CD312CD511VCAM-11PDGFRa2 (V1P2) phenotype that lacked colony-
forming unit ﬁbroblast activity and harbored an hepatocyte progenitor signature. This
previously undescribed V1P2 population eﬃciently supported megakaryocyte production
from mouse bone marrow HSC and human peripheral blood HSC-myeloid progenitors
cultured in the presence of limited cytokine concentrations. Megakaryocytes obtained in
V1P2 cocultures were polyploid, positive for CD41/CD42c, and eﬃciently produced
proplatelets. Megakaryocyte production appeared to be mediated by an expansion of the
progenitor compartment through HSC–stromal cell contact. In conclusion, the fetal liver
contains a unique cellular microenvironment that could represent a platform for the
discovery of regulators of megakaryopoiesis.
Introduction
The proliferation and differentiation of hematopoietic stem cells (HSCs) are regulated by a
microenvironment combining cellular and extracellular components, such as extracellular matrices,
growth factors, and other biomolecules, which collectively exert their influence on HSC maintenance
and differentiation. A particular microenvironment that regulates the self-renewal and the maintenance of
HSCs is also referred as the stem cell niche, a concept first proposed by R. Schofield.1 The cellular
elements constituting the niche were first identified among the fibroblastic cells that form colonies in the
appropriate conditions (colony-forming unit fibroblast [CFU-F]).2 CFU-F initiating cells and their progeny
are also referred to as mesenchymal stem cells or stromal precursor cells.
While significant progress in understanding the mechanisms involved in the maintenance of a self-
renewing HSC has been achieved, very few studies have focused on the identification of the micro-
environment regulating the commitment toward a given lineage, particularly the megakaryocytic lineage.
This question is of great interest when considering our limited ability to reproduce in culture the
megakaryopoiesis and thrombopoiesis efficiencies of the native environment. Reports considering the role
of bone marrow stromal cells are conflicting with respect to their capacity to support megakaryopoiesis.
Some studies suggest that contact with stromal cell precursors negatively controls megakaryocytic
differentiation of the human hematopoietic cell line K5623,4 or human CD34 progenitors,5,6 whereas other
studies suggest that stromal cells support or enhance megakaryopoiesis.7-9 This apparent contradiction
may reside in differences in experimental design and in the complexity of the processes involved in the
Submitted 8 December 2016; accepted 21 August 2017. DOI 10.1182/
bloodadvances.2016003541.
The full-text version of this article contains a data supplement.
© 2017 by The American Society of Hematology
1854 26 SEPTEMBER 2017 x VOLUME 1, NUMBER 21
.For personal use onlyon February 15, 2019. by guest  www.bloodadvances.orgFrom 
generation of megakaryocytes (MKs) from HSCs. Indeed, MKs are
generated from HSCs through multiple steps of committed MK
progenitors, including a bipotent megakaryocytic erythroid progenitor
(MEP), leading to the production of a unipotent MK precursor, which
will then mature into large polyploid MKs that will extend proplatelets
in the circulation. How, where and which stromal precursor cells
intervene in this complex but well-orchestrated process is still subject
to questions.
Stromal cells produce a number of hematopoietic cytokines and
other soluble factors regulating megakaryopoiesis.10 The major
cytokine regulating megakaryopoiesis, thrombopoietin (TPO), stim-
ulates the production of MKs, but not the final maturation:
proplatelet production.11 This highlights the fact that the factors
or cellular elements controlling the different steps of megakar-
yopoiesis are bound to be different from the commitment of HSCs
toward the MK lineage and during the maturation of MK progenitors
and precursors. Similarly, it is likely that different stages of MK
expansion and maturation are regulated by distinct cellular microen-
vironments, and different hematopoietic tissues can be considered to
explore this question.
Megakaryopoiesis mainly occurs in the bone marrow in adults but is
also observed during embryogenesis. In the embryo, megakaryo-
poiesis proceeds following colonization of the fetal liver by HSCs
originating in the aorta-gonad-mesonephros and possibly also by
MK progenitors already present in the yolk sac.12 Large mature
MKs are observed in the fetal liver from around 13 days of
development in the mouse13 (Manuela Tavian, INSERMUMR S949,
oral communication, 16 November 2015). The fetal liver therefore
represents an attractive tissue to study the microenvironment
supporting the different stages of megakaryopoiesis.
In this study, we characterized and isolated different stromal cell
populations from mouse fetal liver with different functional proper-
ties. We found that a particular population with a hepatocyte pro-
genitor signature supported efficient expansion of MK-committed
progenitors able to produce fully mature MKs.
Materials and methods
Isolation of fetal liver stromal cells
Pregnant females from timed breeding protocol were killed using CO2
inhalation followed by cervical dislocation. Fetuses were harvested,
and the fetal liver was dissected under a binocular microscope. Fetal
liver cell suspensions were obtained after digestion with 3 mg/mL
collagenase I (Worthington Biochemical, Freehold, NJ) for 10 min at
37°C, dilution with PBS-2% newborn serum, and filtration through a
70 mm cell strainer (BD Biosciences, San Jose, CA). Fetal liver
hematopoietic cells were depleted after labeling with biotinylated
TER119 and anti-mouse CD45 antibodies using sheep anti-rat
antibodies Dynabeads (Life Technologies AS, Oslo, Norway).
The nonmagnetic fraction is referred to as the Hem2 fraction and
represents between 10% and 20% of the number of input
cells. Hem2 cells were labeled with allophycocyanin-Cy7–conjugated
streptavidin, allophycocyanin-conjugated anti-CD140a, fluorescein
isothiocyanate–conjugated anti-CD31, phycoerythrin-conjugated
anti-CD51, and phycoerythrin-Cy7–conjugated anti-CD106 anti-
bodies. Acquisition of data for analysis was performed on a BD LSRII
or a Fortessa-X20 flow cytometer (BD Biosciences), and cell sorting
was performed on a BD Aria I or a BD Aria II flow cytometer (BD
Biosciences). Flow cytometry data analyses were conducted using
BD FACSDiva software (BD Biosciences). Stromal cells were sorted
as Hem2CD312CD511VCAM-11PDGFRa2 (V1P2), Hem2CD312
CD511VCAM-12PDGFRa1 (V2P1), and Hem2CD312CD511
VCAM-11PDGFRa1 (V1P1) as described in Figure 1A. A detailed
list of antibodies used is provided in supplemental Table 1.
Establishment of cocultures with stromal cells and
mouse HSC or MK progenitors
The sorted stromal cell populations were cultured in 24-well plates in
a-minimal essential medium supplemented with 20% fetal calf serum
(Hyclone, South Logan, UT) or with EGM-2 BulletKit (catalog no.
CC-3162; Lonza, Walkersville, MD) as indicated. Confluent layers
were gently washed and hematopoietic cells seeded onto the stromal
layers in Stemspan (STEMCELL Technologies, Vancouver, Canada)
supplemented with a low cytokine cocktail (7.5 ng/mL recombinant
mouse [rm] stem cell factor, 5 ng/mL rmFlt3L, 10 ng/mL rmTPO, and
1 ng/mL recombinant human interleukin-6 (R&D Systems, Minneap-
olis, MN) previously determined to be suboptimal for stimulating the
proliferation of single Lin2Sca-11c-kit1 cells plated in the absence of
stromal cells (data not shown). Cultures were maintained in 5%CO2,
5% O2, humidified air at 37°C for 3 to 13 days as indicated. For
noncontact coculture experiments, HSCs were seeded into a
Transwell insert with a 0.3-mm-pore polyester membrane.
Analyses of MKs produced in cocultures
For simultaneous analysis of the phenotype and ploidy, Hoechst
33342 (BD Biosciences) was added to the coculture medium at a
final concentration of 1 mg/mL, and the culture was maintained at
37°C for 2 hours. Then, nonadherent cells were harvested,
washed, and labeled with anti-CD41 and anti-CD42c antibodies.
Cells were washed twice and resuspended in PBS-2% new-
born serum supplemented with 2.5 mg/mL 7-aminoactinomycin
D (Sigma, St Louis, MO) for dead cell exclusion. MKs were
identified as cellular events expressing both CD41 and CD42c
antigens, among the viable cellular events and the large cellular
events of high ploidy as presented in supplemental Figure 1.
These large cellular events permeable to 7-aminoactinomycin
D are observed only in cultures where large cells (MKs) are visible
(supplemental Figure 1Ai-ii). These events were sorted, and the
observation of Giemsa-stained cells confirmed that the culture
contained only large, mature MKs (supplemental Figure 1Bi-iii).
Therefore, these large events involve mature MKs and were
consequently included in the analysis.
Results
Isolation and characterization of different stromal cell
populations from mouse fetal livers
A flow cytometry sorting strategy was devised to identify functionally
distinct stromal cell populations in embryonic day 13.5 (E13.5) mouse
fetal liver cell suspensions (Figure 1A). Preliminary experiments
showed that CFU-Fs were restricted to the CD452TER1192
CD312CD511 fraction (data not shown). To further characterize the
stromal cell population identified by CD51 expression, we performed
magnetic depletion of the hematopoietic fraction (Hem1) of the cell
suspension, which represented 80.4% of the viable cells (Figure 1Ai-ii).
Following screening of a panel of antibodies, further subdivision of the
Hem2CD312CD511population relied on differential expression of
VCAM-1 and PDGFRa. Four discrete subpopulations of cells could
be resolved: Hem2CD312CD511-VCAM-12PDGFRa2 (V2P2),
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Figure 1. Isolation and characterization of different stromal cell populations from mouse fetal livers. Fetal liver cell suspensions obtained following enzymatic
digestion of dissected E13.5 fetal liver were subjected to fluorescence-activated cell sorting analysis and CFU-F assays. (A) Fluorescence-activated cell sorting analysis before
(i) and after (ii) magnetic depletion of CD45/TER119 hematopoietic cells, and the gating strategy used for the sorting of the different cell populations tested for CFU-F content
(iii-iv). Dot plots and histograms are representative figures with the mean 6 standard error of the mean (SEM) from 27 independent experiments. (B) Sorted cell populations
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Hem2CD312CD511-VCAM-12PDGFRa1(V2P1), Hem2CD312
CD511-VCAM1PDGFRa1(V1P1), and Hem2CD312CD511-VCAM-11
PDGFRa2 (V1P2) (Figure 1Aiii-iv). Following sorting, these
4 subpopulations were evaluated for CFU-F activity, which was
observed for all subpopulations except V1P2 cells (Figure 1B).
However, this population formed adherent layers when grown in
EGM-2 medium and displayed a distinct morphology (Figure 1Ci),
indicating a unique property of this cell population. Further flow
cytometry and reverse transcription polymerase chain reaction
analyses demonstrated the expression of Hnf4a, Alb, Afp, Krt18,
epithelial cell adhesion molecule, E-cadherin, c-met, and Dlk-1
(Figure 1Cii-iii) and the absence of expression of G6pc, suggesting
that this population contains hepatic progenitors, but not mature
hepatocytes.14,15 A detailed phenotypic characterization by flow
cytometry of the stromal cell populations is provided in supplemen-
tal Figure 2. In agreement with this, the number of V1P2 cells per
liver was significantly increased in livers from E16.5 embryos, a
developmental stage at which the hepatic development is fully
underway16-18 (supplemental Figure 3). Moreover, V1P2 cells were
absent or barely detected in the rest of the embryo at E13.5 or in
livers from adult or newborn mice (supplemental Figure 4).
V1P2 stromal cells are unable to support long-term
repopulating HSCs
We evaluated the capacity of fetal liver–derived stromal cells to
support HSC maintenance. Stromal cells were cocultured with
20 HSCs isolated from adult bone marrow of PTPRC (CD45.11)
mice as Lin2Sca-11c-kit1CD482CD1501 cells (SLAM) and
serially transplanted into double congenic (CD45.11/CD45.21)
recipient mice (Figure 2A). Multilineage donor contribution in the
bone marrow of all secondary recipient mice was observed only
in presence of V2P1 stromal layers. The V1P2 stromal layers
supported the proliferation of hematopoietic cells but failed to
maintain either short-term (supplemental Figure 5D) or long-term
repopulating cells (Figure 2B). Light microscopy observation of the
cocultures at 2 weeks revealed the presence of large cells (;30 mm
in diameter) in the V1P2 condition, suggesting that this stromal cell
population has the unique ability to support megakaryopoiesis
(Figure 2C).
Fetal liver V1P2 stroma supports the production of
MKs from murine HSCs
The capacity to support MK production was further evaluated by
analyzing CD41 and CD42c expression and ploidy levels. While the
total number of cells produced from 50 HSCs showed a similar
increase in the 3 stromal cocultures when compared with no stroma
(Figure 3B), clear differences were observed for MK production. A
CD411CD42c1 population was identified at days 7 and 9 of
coculture for the 3 stromal layers, but a striking increase was
observed in the V1P2 coculture at day 13. An average of 105 MKs
per 50 HSCs was produced, which was 100 times greater than
in the absence of stroma (Figure 3C). By comparison, V2P1 and
V1P1 cocultures showed a 17- and 6-fold increase, respectively.
No hematopoietic cells were produced from any of the established
stromal layers when grown for 13 days in coculture medium (data
not shown). The CD411CD42c1 cells from the 3 coculture
conditions were polyploid. A representative histogram of the
ploidy analysis is presented in Figure 3D. Myeloid and lymphoid
lineages identified using CD11b and Gr-1 markers and CD3 and
B220, respectively, were equivalent in all stromal conditions (data
not shown).
The expression of CD42c and polyploidy indicated that these MKs
were well differentiated. This was confirmed following replating of
cells from a 9- to 13-day coculture in a TPO-rich medium to favor full
MKmaturation.19 Under this condition, MKs derived fromHSC/V1P2
cocultures efficiently developed proplatelet extensions after 3 days
with typical shafts and platelet swellings that were positive for
b1-tubulin labeling (Figure 3E-F). The proplatelet capacity was
quantified using a limiting dilution scheme that allowed for a
comparison of the frequency of cells capable of producing
proplatelets in cells generated in the different coculture conditions.
Whereas the cells produced in the absence of stroma or in the
presence of V2P1 and V1P1 stromal layers displayed a frequency
of proplatelet-forming MKs of 1:36 217, 1:265 999, and 1:86 339
cells, respectively, the cells produced in the presence of V1P-
stromal layers exhibited a frequency of proplatelet-forming MKs of
1:1288 cells Figure 3G.
These results indicate that stromal layers derived from V1P2 cells
provide a unique microenvironment favoring the production of
mature MKs from HSCs.
The V1P2 stromal layers promote MK differentiation
via cell contact with hematopoietic progenitors
Having established that V1P2 stromal cells supported MK pro-
duction, we evaluated whether this was mediated by secreted
factors, cell–cell contact, or both. The role of secreted factors was
first assessed by culturing HSCs in low-cytokine medium supple-
mented with an increasing proportion (5% to 20%) of conditioned
media collected from V1P2 stromal cells. The number of CD411
CD42c1 cells produced after 9 days of culture was not increased in
the presence of conditioned media compared with the control,
suggesting minimal implication of secreted factors (Figure 4A). In
agreement with this, the potential importance of cell–cell
contact was suggested in Transwell assays where the number
of MKs produced from 50 HSCs seeded in the upper chamber,
but not in contact with V1P2 cells (16 170.46 5759 MKs at day
13), was only slightly increased compared with the increase
observed at day 13 in the standard coculture (96 414.4 6
43 902.5) (Figure 4B). TPO, an essential cytokine of MK lineage
Figure 1. (continued) were plated in a-minimal essential medium 20% fetal calf serum, and CFU-F frequencies were determined in limiting dilution assays using L-Calc
software. Values represent mean 6 SEM from 3 independent experiments. (C) Hem2CD511VCAM-11PDGFRa2 (V1P2) cells that failed to produce CFU-F were sorted and
plated in EGM-2. (i) Phase contrast images of the adherent layers constituted of large spread cells. Scale bar represents 40 mm. (ii) Expression of E-cadherin (E-Cadh), c-met,
epithelial cell adhesion molecule (EpCAM), and Dlk-1 for the V1P2 cell population. Shown is a representative histogram from 3 independent experiments. All histogram markers
are based upon fluorescence-minus-one controls. (iii) Expression of Hnf4a, Alb, Afp, Krt18, c-met, G6pc, and GAPDH transcripts in sorted cells from the fetal liver and total
adult liver. Figures on the left side of the panel indicate amplicon size. FL, fetal liver; MW, molecular weight; Neg, negative.
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differentiation, was expressed in all the fetal stromal layers tested
(Figure 4Di).These data suggest that direct HSC–stromal cell
contact could be the primary determinant or factor supporting
the production of a large number of MKs. Additional support
for the contact-dependency hypothesis came from the obser-
vation of clusters of large cells adhering to the top of the stromal
layer (Figure 4Ci). These clusters were observed from day 7 in
all the cocultures with V1P2 cells, but only on rare instances
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CD45.11 SLAM cells cultured in low-cytokine medium onto stromal layers were transplanted into F1 double congenic CD45.11/CD45.21 irradiated mice. Bone marrow cells
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with V1P1 stromal layers and never with V2P1 cells. Immunos-
taining for CD42c expression confirmed that these adherent
cells were indeed MKs (Figure 4Cii). Considering that Notch
signaling has been implicated in MK erythroid commitment,20-22
we investigated the expression of Notch ligands in stromal
cells. While Dll1, Dll4, and Jag 1 are expressed by the 3 stromal
layers, Jag2 is only detected in V1P2–derived stromal layers
(Figure 4Dii).
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Figure 3. HSC culture with V1 P2 stromal cells supports the expansion of CD411 CD421 polyploid MKs that efficiently produce proplatelets. (A) Fetal liver
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stroma or with the different stroma. Values represent mean 6 SD from 5 independent experiments. *P , .01 vs the nonstroma group for the same day; # P , .05 vs stroma
V1P2 for the same day. Other comparisons were not statistically significant. (C) Total number of MKs, identified as cells expressing CD41 and CD42c, produced from 50
SLAM cells. Values represent mean 6 SD from 5 independent experiments *P , .01 vs the nonstroma group for the same day; #P , .001 vs stroma V1P2 for the same day.
Other comparisons were not statistically significant. (D) Representative histogram of the DNA content analysis of MKs (CD411CD42c1) top) and all cells (bottom) produced
during a 13-day coculture on V1P2 cells. (E) Representative phase contrast image of cells first cultured on V1P2 cells and replated for 3 to 4 days in proplatelet medium.
White arrows indicate MKs, and black arrows indicate proplatelet extension. Scale bar represents 100 mm. (F) Immunostaining confirmed the presence of tubulin b1 in the
proplatelet extension. Scale bar represents 25 mm. (G) Cells from day 11 coculture were harvested and plated in proplatelet medium using a limiting dilution scheme. The
frequency of cells produced from day 11 cocultures capable of producing proplatelet-bearing MKs is presented. Values represent mean 6 SD from 4 independent experiments
*P , .01 vs the nonstroma group for the same day; #P , .01 vs stroma V1P2 for the same day. Other comparisons were not statistically significant. CK, cytokine; D, day.
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Considering the importance of the cellular contact between
hematopoietic progenitors and stromal cells for the stimulation
of megakaryopoiesis, we performed immunolocalization of the
different stromal cells, hematopoietic progenitors, and MKs
(supplemental Figure 6A-C). MKs were identified as cells
expressing CD42c23 and CD150. We observed that 98% of
MKs were in contact with VCAM-1–positive cells (supplemental
Figure 6E).
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Figure 4. V1 P2 stromal cells promote MK expansion via a contact-dependent mechanism. (A) HSCs (50 SLAM cells) were plated in low-cytokine serum-free
medium in the presence of increasing proportions (vol/vol) of conditioned medium from a V1P2 stromal cell layer. The bar graph represents the number of MKs produced per
50 SLAM cells plated. The mean values 6 SD from 2 independent experiments were not statistically different. (B) Coculture of HSC and stromal layers were established in a
noncontact setup using Transwell insert (V1P2/TW) with 0.3-mm pores and analyzed for MK content after 13 days of coculture in comparison with cultures without stroma and
cocultures with a V1P2 layer. Values represent mean 6 SD of MKs produced per 50 SLAM cells from 3 independent experiments. *P , .01. (Ci) Phase contrast image of a
cluster of large cells adherent on the stromal layers observed only during the coculture of HSC with V1P2–derived stromal layers. Representative image from a day 9 coculture
is presented. Scale bar represents 100 mm. (Cii) Immunofluorescence analysis of the expression of CD42c (red) by the large cells forming clusters on V1P2 stromal layers
identified by the expression of VCAM-1 (green). Scale bar represents 30 mm. (D) Expression of Jag1, Jag2, Dll1, Dll4, TPO, and GAPDH transcripts in fetal liver stromal cells
from adherent layers. Figures on the left side of the panel indicate amplicon size.
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V1P2 stromal cells support the production
of MK-committed progenitors
The increase in the number of MKs produced from HSCs cocultured
with V1P2 stromal layers could result from an increase in the
commitment of HSCs toward the MK lineage or the expansion of MK
progenitors. We therefore performed clonogenic assays to quantify
the CFU-MKs produced in the coculture of HSCs with the different
stromal layers from day 3 to day 7. We observed that V1P2–derived
stromal layers promoted the production of a larger number of
CFU-MKs at day 7 (4759.461042.4) compared with the culture in the
absence of stroma (322.66128.2) or in the presence of stromal layers
derived from V2P1 (494.9 6 334.4) or V1P1 (301.7 6 175.9) cells
(Figure 5). In addition, we also observed an increase in the number of
undifferentiated colonies produced in presence of V1P2 stromal layers.
This would suggest that the action of the stromal cells was not
restricted to the MK lineage. Thus, we also quantified early
progenitors (colony-forming unit [CFU] granulocyte, erythrocyte,
monocyte/macrophage) from day 3 to day 7, as well as CFU
erythroid at days 5 and 7 of coculture (supplemental Figure 7). We
observed an increased number of CFU granulocyte, erythrocyte,
monocyte/macrophages generated in the V1P2 coculture from
day 5 and all CFUs at day 7. These data suggest that V1P2 cells
stimulate the production of MKs through an expansion of the
hematopoietic progenitor compartment.
V1P2 stromal cells provide lesser support to the more
committed cells
To investigate the role of the stromal layers in the later steps of MK
differentiation/maturation, we performed cocultures using sorted MK
progenitors. Two populations representing different levels of commit-
ment to the MK lineage were evaluated.24,25 The Lin2CD16/322
Sca-12c-kit1 CD9brightCD1501 cell population represents a popula-
tion of unipotent MK precursors, and the Lin2CD16/322Sca-12c-kit1
CD9dimCD1501 cell population contains MK erythroid bipotent
progenitors (MEPs) (Figure 6A). Cocultures were established in
serum-free medium in the presence of low cytokine levels, as for
HSC-initiated cocultures (Figure 6B). All stromal layers supported an
approximately eightfold proliferation of the plated cells (MEP and MK
precursors), while in the absence of stroma, proliferation was less than
twofold (Figure 6C). The number of MKs produced from MEPs was
not increased in the presence of stromal layers, while in MK
precursors, we observed a slight increase in the number of mature
MKs produced only in the presence of V1P2 stromal layers
(Figure 6D). Therefore, when cocultures were initiated with
MK-committed cells, all stromal layers provided similar support for
MK differentiation and maturation.
Murine fetal liver stromal layers support the
production of human MKs and MK progenitors
We evaluated whether the stromal cell populations isolated from
mouse fetal liver exerted similar effects on human hematopoietic
cells. Human HSCs/multipotent progenitors isolated from periph-
eral blood as CD341CD382/lowCD45RA2 cells (supplemental
Figure 8) were cultured for up to 14 days in the presence of
stromal layers using a low-cytokine–containing medium, as in the
mouse studies. Similar to the results obtained with mouse HSC,
we observed a strong increase in the total number of cells in the
presence of the 3 stromal cell populations compared with no
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Figure 5. V1 P2 stromal cells promote the expansion of hematopoietic progenitors. HSCs (50 SLAM cells) were plated in low-cytokine serum-free medium in the
presence or absence of stromal layers. After 3, 5, and 7 days, the cells produced were subjected to a clonogenic assay for CFU-MKs. The graph bar represents the number of
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stroma, which appeared to be faster in V1P2 cocultures
(Figure 7A). Phenotypic analysis of the cells produced also
revealed a strong expansion of MKs (Figure 7B) identified as
CD411CD42c1 cells (supplemental Figure 9) in the V1P2 coculture
compared with other stromal cells. Furthermore, as observed in mouse
cocultures, this appeared to be due to an increase in the production of
MK-committed progenitors identified as CD411CD34dim cells
(Figure 7C).
Discussion
The present report provides new data on the cellular microenviron-
ment in the developing mouse fetal liver during the critical period
of MK differentiation. The major outcome is the delineation of a
sorting strategy to obtain a new stromal cell population harboring a
hepatocyte progenitor phenotype contributing a favorable micro-
environment for MK progenitor expansion.
Recent studies aiming to identify the cellular components of the
niche in the bone marrow have revealed its phenotypic and
functional heterogeneity.26,27 In comparison, less is known about
the niche in the developing liver. It has been suggested that
the fetal liver hematopoietic microenvironment consists of cells
in epithelial-to-mesenchymal transition.28 Our sorting strategy
allowed discrimination between epithelial and mesenchymal
components of the fetal liver stroma, where the V1P2 population
presents a phenotype compatible with an epithelial/ hepatic
identity.14,15 The presence of such a population in the fetal liver at
E13.5 is consistent with the literature reporting the time of
emergence of the first hepatic progenitors.18,29-32 This hypothesis
is further supported by the large increase in V1P2 cells at E16.5, a
stage at which the hepatic program is well underway.16,17 By
comparison V1P2 cells are absent or rarely observed in the rest of
the embryo at the same developmental stage or in the liver from
newborn and adult mice. It would be relevant to test whether a
population of this phenotype can increase in a regenerating liver
or an ectopic site of megakaryopoiesis.
Although V1P2 stromal layers did not support HSC maintenance,
they favored the expansion of MK progenitors. In the literature,
there is an apparent contradiction pertaining to the role of stromal
cells in the regulation of megakaryopoiesis,3-9 which most likely
reflects the complexity of this process. Transition from an HSC to
a mature MK involves a number of steps that likely require different
elements of the microenvironment, and it is possible that
discrepancies in previous studies could reside in the type of
stromal cells that have been used. Our sorting strategy allowed us
to discriminate stromal cells and delineate a population with a
clear positive effect on megakaryopoiesis. Clonogenic assays
provided evidence for a role of V1P2 cells in the early stages
rather than on more committed MK progenitors. On the other
hand, 2 other populations (V1P1 and V2P1) did not stimulate the
production of CFUs. This observation suggests that the mesen-
chymal stromal layers may repress or delay the production of the
highly proliferative progenitors identified by the CFU assay.
Another possible cause for discrepancies in previous coculture
studies could be the use of different types of hematopoietic
progenitors. Here, we observed that the V1P2 stromal cells, which
supported massive expansion of MK progenitors from mouse
HSCs, only minimally increased the number of MK produced from
more committed progenitors. Therefore, it is possible that previous
reports of a negative role of mesenchymal cells in megakaryopoiesis
could stem from the type or degree of commitment of the
hematopoietic cells used in the cocultures. For example, human
CD341 cells comprise a large proportion of committed progenitors
that could mask the effect of the stroma on a more primitive
population.5,6 Using a CD341CD382/lowCD45RA2 population
corresponding to less committed cells, we observed a very similar
capacity of V1P2 stromal layer to support MK expansion, illustrating
the importance of progenitor selection for correct interpretation.
Other factors to consider are the type, timing, and concentra-
tion of cytokines added to the media. We chose to use
suboptimal concentrations of cytokines and growth factors,
including TPO, the essential factor for MK commitment and
differentiation. This allowed us to reveal the potential effect
provided by stromal cells, an effect that could have been
masked by cocktails of cytokines already optimized to favor
proliferation or MK differentiation.
Considering the hepatic identity of V1P2 cells, a mode of action
via the secretion of TPO could have been anticipated. However,
TPO transcripts were detected in the 3 types of stromal layers.
Furthermore, the addition of condition media and Transwell assays
indicated that the main factor stimulating MK production was
cell–cell contact and not secreted factors. The observation of
some colonies of adherent MK also favors contact-dependent
mechanisms and additionally raises the possibility of distinct
properties of this particular population of MKs. Whether the
contact is mediated by cell-surface receptors, membrane-bound
growth factors, or secreted components of an extracellular matrix
remains to be clarified. Notch signaling has been implicated in the
commitment toward the MK lineage.22 We investigated whether
differential expression of Notch ligands by stromal cells could
shed light on the specific effect of the V1P2 stromal cell
population. Jag2 was only detected in stromal layers derived from
the V1P2 stromal population and could therefore mediate the
action of the stromal population.
VCAM-1 has been used in the sorting scheme to discriminate
between different stromal cells. Previous work suggested that this
marker could also have functions in the fetal liver microenvironment.
A role of VCAM-1 in the HSC niche has long been suspected, and
studies have demonstrated that the expression of VCAM-1 by bone
marrow stromal cells mediates the adhesion and expansion of early
hematopoietic progenitors.33,34 However, later studies showed that
adherence of hematopoietic progenitors to fetal liver–derived
stromal cells lines was not mediated by VCAM-1, contrary to cell
lines derived from the bone marrow.35 This is in agreement with our
observation that VCAM-1–negative cells (V2P1) provided better
Figure 6. (continued) for 3 days. (C) The bar graph represents the total number of cells produced. Values represent mean 6 SD from 10 independent experiments. *P , .01 vs the
nonstroma group. Other comparisons were not statistically significant. (D) The bar graph represents the total number of mature MKs. Values represent mean 6 SD
produced from 10 independent experiments. *P , .05 vs the nonstroma group; #P , .05 vs stroma V1P2. Other comparisons were not statistically significant. CK, cytokine; NS, no stroma.
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support for the maintenance of long-term repopulating cells
than the V1P1 cells. However, the role of VCAM-1 expression in
the V1P2 fetal liver population remains to be investigated.
Considering the recent studies suggesting a role for MKs as a HSC
niche,36-40 it is tempting to postulate that MKs generated upon the
influence of hepatic progenitors could in turn contribute to the
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Figure 7. Mouse fetal liver V1 P2 stromal cells support the expansion of CD411 CD421 MKs from human HSCs. Human HSCs (500 CD341CD382CD45RA2)
were cocultured with sorted stromal cells for 7, 9, 11, and 14 days and assayed for MK production. MKs were identified as CD411CD42c1 cells, and MK progenitors were
identified as CD341CD41dim cells. (A) Total number of cells produced from 500 HSCs in the absence of stroma or with the different stroma. Values represent mean 6 SD
from 4 independent experiments. (B) Total number of MKs, identified as cells expressing CD41 and CD42c, produced from 500 HSCs. Values represent mean 6 SD from 4
independent experiments. (C) Total number of MK progenitors, identified as CD341CD41dim cells, produced from 500 HSCs. *P , .05, **P , .01, and ***P , .001 vs no
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expansion of the HSC pool that occurs is the fetal liver through
factors such as PF4/CXCL4 that control HSC quiescence.39 MKs
could represent a feedback loop mechanism that maintains
stemness and quiescence in the highly proliferative context of the
fetal liver. The existence of this amplification loop in the fetal liver
remains to be demonstrated. We observed that the MKs produced
from mouse bone marrow progenitors exhibited all the expected
features (cell-surface receptor expression, polyploidy, capacity to
produce proplatelets in vitro), but it cannot be excluded that MKs
produced in the fetal liver have different properties. This would also
be relevant in the light of studies demonstrating different waves of
MK production in the developing liver.13
In conclusion, this study provides direct demonstration that one
distinct cellular component of the fetal liver supports expansion of
MKs. The strong support of murine megakaryopoiesis shown in this
study could also have applications in the culture of human
progenitors to improve the yield of platelets produced in vitro. Our
observation that that the unique effects of the V1P2 stromal cell
population also applies to human HSCs could open doors to such
applications.
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SUPPLEMENTARY MATERIAL AND METHODS 
Animals  
C57BL/6 (CD45.2+); B6.SJL‐Ptprca Pep3b/BoyJ (herein referred to as PTPRC; CD45.1+) mice 
were purchased from Jackson Laboratories (Bar Harbor, ME) and bred in our animal barrier 
facility. Transplant recipient were F1 double congenic CD45.1+/CD45.2+ obtained from 
breeding female C57BL/6 with male PTPRC or from breeding female PTPRC with male 
C57BL/6. Animals were caged under standard conditions and fed a laboratory diet and 
acidified water ad libitum. Animal were housed and handled according to the Animal 
Welfare Act. In order to obtain fetal tissues, timed breeding was established. The day on 
which the vaginal plug was found was designated as day 0.5 of gestation. Fetuses were 
collected at day 13.5 of gestation (E13.5) unless otherwise indicated. All procedures were 
reviewed and approved by the University of Texas‐Houston Medical School Animal Welfare 
Committee. 
Alternatively wild type C57BL/6J mice were obtained from Charles River Laboratories 
(L’Arbresle, France). Pregnant female from timed breeding protocol were purchased from 
Charles River Laboratories. The day on which the vaginal plug was found was designated as 
day 0.5 of gestation. Animals were used in accordance with the European laws and the EFS 
Review Board regarding animal care. 
CFU‐F assay  
For CFU‐F assay, the bone marrow or fetal liver cell suspension were plated in medium 
comprising alpha‐MEM supplemented with 20% of a lot‐selected fetal calf serum (Hyclone, 
Logan, UT, USA), 5 mM sodium pyruvate, 1% L‐Glutamine 2 mM, 1% penicillin‐streptomycin 
(GIBCO BRL, Gaithersburg, MD) (‐MEM 20%FCS). All cultures were maintained in 5% CO2, 
5% O2, humidified air at 37°C for 14 days after which, colonies were fixed and stained in 2% 
formalin supplemented with 0.01% toluidine blue. Colonies larger than 1 mm diameter were 
scored. The CFU‐F frequencies in candidate populations were measured using Limit Dilution 
Assay (LDA). Cells were plated in 96 well plates, in ‐MEM 20%FCS at a cell dose ranged from 
3 to 5000 cells per well depending on the cell population tested. All cultures were 
maintained in 5% CO2, 5% O2, humidified air at 37°C for 14 days after which, colonies were 
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fixed and stained in 2% formalin supplemented with 0.01% toluidine blue and negative wells 
were scored. Frequencies were calculated using L‐Calc software (STEMCELL Technologies).  
Isolation of mouse HSC and MK progenitor cells  
The femur, tibia and iliac crest were collected from 6‐10 weeks old mice. Bone marrow cells 
were flushed with 1ml syringe from the bone using PBS‐2%NBS and filtered through a 70 μm 
cell strainer.  
For HSC isolation, the lineage committed cells were labeled with biotinylated antibodies 
directed to CD3, CD4, CD8, CD5, B220, Gr‐1, CD11b, Ter119 and CD41 and depleted using 
sheep anti‐rat antibodies Dynabeads®. The resulting lineage depleted cells ( Lin‐) cells were 
labeled with APC‐Cy7 conjugated streptavidin, APC‐conjugated anti‐CD116, FITC‐conjugated 
anti Sca‐1, PE‐conjugated anti CD48, PE‐Cy7‐conjugated anti CD150 antibodies and HSC cells 
were isolated as Lin‐Sca‐1+c‐kit+CD48‐CD150+ cells (SLAM) by sorting on a BD Aria I or BD Aria 
II flow cytometer. 
For MK progenitor isolation, the lineage committed cells were labeled with biotinylated 
antibodies directed to CD3, CD4, CD8, CD5, B220, Gr‐1, CD11b, Ter119 and CD127 and 
depleted using sheep anti‐rat antibodies Dynabeads®. The resulting lineage depleted cells 
(Lin‐) cells were labeled with APC‐Cy7 conjugated streptavidin, APC‐conjugated anti‐CD116, 
PE‐conjugated anti Sca‐1, PE‐conjugated anti CD16/32, PE‐Cy7‐conjugated anti CD150, FITC‐
conjugated anti‐CD9 antibodies. As shown in Figure 6A, two populations containing 
hematopoietic progenitors committed to MK lineage were isolated using phenotypes 
previously described 1,2. The population Lin‐ Sca‐1‐ CD16/32‐ c‐kit+ CD9+ CD150+ cells contains 
MK precursors (MKP), and the Lin‐ Sca‐1‐ CD16/32‐ c‐kit+ CD9dim CD150+ cells population 
contains megakaryocyte erythroid progenitor (MEP). A detailed list of antibodies used is 
provided in Table S1. 
Transplantation  
For transplant, F1 crossbreeds from C57Bl/6 x PTPRC mice (CD45.1+/CD45.2+) mice were 
used as recipients. F1 mice were lethally irradiated using split dose of 1200 cGy in a gamma 
cell 40 irradiator (Best Theratronics, Ottawa, Ontario, Canada). 200 or 20 freshly isolated HSC 
(CD45.1+) or the product of their co‐cultures onto stromal layers were injected intravenously 
(IV) via retro‐orbital sinus together with 3.105 congenic CD45.2+ BM cells into each lethally 
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irradiated recipient (4 mice per group). Mice were assessed for CD45.1+ donor cell and 
contribution to lymphoid (B220, CD3e) and myeloid (CD11b, Gr‐1) lineages in peripheral 
blood (PB) at 6, 12 and 18 weeks post‐transplant, and at week 18 post‐transplant in the BM 
(Figure S6A‐B). For secondary transplants from experiments with 200 SLAM cells, 1.106 total 
unfractionated mononuclear BM cells from primary recipient mice were injected I.V. into 
lethally irradiated F1 recipient mice. For secondary transplants from experiments with 20 
SLAM cells, unfractionated mononuclear BM cells were isolated from primary recipient mice 
18 weeks after the primary transplant and injected I.V. (1.106 total BM plus 1/3 of the CD45‐
1+ sorted cells from primary recipient mice) into lethally irradiated F1 recipient mice (4 mice 
per group). Mice were assessed for CD45.1+ donor cell and contribution to lymphoid and 
myeloid lineages in PB at 6, 12 and 18 weeks post‐transplant, and at week 18 post‐transplant 
in BM.  
Proplatelet formation Assay 
Non‐adherent cells were harvested at day 9 to 11 and re‐suspended in DMEM containing 
10% FCS, 50 ng/ml rmTPO (R&D systems) and 100 U/ml of hirudin (Transgène, Strasbourg, 
France) (Proplatelet medium) as previously described 3. Evaluation of the frequency of MK 
capable of producing proplatelets in the cell population produced at the end of the co‐
culture, was analyzed by standard limiting‐dilution assay techniques. Non‐adherent cells 
from Day 9 co‐cultures were plated in 96 well plates in proplatelet medium at a cell dose 
ranging from 3 to 60 000 cell per well depending on the cell population tested. The cultures 
were maintained at 37°C in a 5% CO2, fully humidified atmosphere, for 3 days after which 
wells negative for the presence of proplatelet bearing MK were scored and frequencies were 
calculated using L‐Calc software (STEMCELL Technology). 
Clonogenic assays 
Non‐adherent cells were harvested and plated in MethoCult® M3434 in presence of rmSCF, 
rmIL‐3, rhIL‐6, rhEpo (STEMCELL Technologies) according to manufacturer instructions. Total 
number of colonies were scored after 14 days of incubation at 37°C, in 5% CO2, humidified 
atmosphere. Assay for erythroid progenitors were performed using MethoCult® M3334 in 
presence of 4U/ml of huEpo (STEMCELL Technologies) according to manufacturer 
instructions. CFU‐E were scored after 3‐4 days of incubation at 37°C in a 5% CO2, fully 
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humidified atmosphere. Assay for megakaryocytic progenitors were performed using 
MegaCult™‐C (STEMCELL Technologies) supplemented with TPO (50 ng/mL), IL‐6 (20 ng/mL), 
SCF (7.5 ng/mL) according to manufacturer instructions. CFU‐MK were identified using 
acetylcholinesterase activity. 
Preparation of conditioned medium 
Following sorting the stromal cells were plated in T25 or T75 in their respective media and 
grown to confluence. Stromal layers were washed with warm PBS and incubated for 24 h 
with the minimal volume of co‐culture medium necessary to cover the stromal layers. The 
supernatant (conditioned media, CM) was then harvested, filtered through 0.22 m filter 
and frozen at ‐80°C. This harvesting procedure was repeated for up to 5 days. 
Isolation of human hematopoietic progenitors and co culture with mouse fetal 
liver‐derived stromal cells. 
MNC were recovered from leukodepletion filters obtained from the Etablissement Français du 
Sang‐ALCA. Human hematopoietic early progenitor were sorted from human hematopoietic 
progenitor  enriched  population  using  RosetteSep™  Human  Hematopoietic  Progenitor 
Enrichment Kit#15066 (STEMCELL Technologies, Vancouver, Canada) in a modified protocol. 
Briefly, MNC were incubated 20min at RT with the cell enrichment cocktail, then diluted with 
volume/volume of Dextran 2% (Sigma‐Aldrich) and after sedimentation human hematopoietic 
progenitors  were  isolated  by  a  Ficoll  density  gradient  (STEMCELL  Technologies).  Human 
hematopoietic  progenitor  were  labeled  FITC‐conjugated  CD45RA,  PE‐conjugated  CD45, 
PeCy7‐conjugated  CD34  and  APC‐conjugated  CD38  antibodies  and  early  hematopoietic 
progenitors  (HSC‐enriched) were  isolated as CD45+CD34+CD38‐CD45RA‐  cells  (Figure  S8). A 
detailed list of antibodies used is provided in Table S1. 
The sorted HSC‐enriched cells were cultured in 24 well plates in StemSpan SFEM™ (STEMCELL 
Technologies) supplemented with 10 ng/ml hSCF, 10 ng/ml hFlt3L (R&D systems) and 10 ng/ml 
hTPO (STEMCELL Technologies). This cytokine concentration were previously determined to 
be suboptimum for stimulating the proliferation of CD34+CD38‐cells in the absence of stromal 
cells (data not shown). Cultures were maintained in 5% CO2, humidified air at 37°C for 7 to 14 
days as indicated.  
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For simultaneous analysis of the phenotype and ploidy Hoechst 33342 (BD Biosciences, San 
Jose, CA) was added to the co‐culture medium at a final concentration of 1 g/ml and the 
culture were maintained at 37°C for 2h. Then, non‐adherent cells were harvested, washed 
and labeled with anti‐mVCAM1‐PE‐Cy7, Alexa 488‐conjugated anti–huCD41 (ALMA.17), APC‐
conjugated anti–CD42c‐APC (RAM.1) {Perrault, 2001 #14028}, PE‐conjugated anti‐huCD34, 
PE‐CF594‐conjugated anti–hu‐CD45  
Cells were washed twice and re‐suspended in PBS‐2% NBS supplemented with 2.5 g/ml of 
7AAD (Sigma) for dead cell exclusion. MK were identified as cellular events expressing both 
CD41 and CD42c antigens, amongst the viable hematopoietic cells as presented in Figure S9. 
As we observed for mice cells, large cellular events permeable to 7AAD are observed only in 
cultures where large size cells (MK) are visible and are not detected in cultures where no 
identifiable MK are present therefore these large events correspond to mature MK and were 
included in the analysis. 
RT‐PCR 
Sorted cells were lysed and homogenized following the QIAshredder procedure, and total RNA 
was isolated by using RNeasy mini kit (Qiagen,Hilden, Germany). RT‐PCR were performed from 
100ng of RNA using Qiagen OneStep RT‐PCR according to manufacturer instructions. The list 
of primers used is in supplementary Table S2. 
Immunofluorescence staining of mouse fetal liver sections 
Freshly  dissected mouse  embryos were  embedded  in  OCT.  For  immunostaining,  5‐8  μm 
cryosections were  prepared  on  a Microm  HM525  cryostat  (Microm, Walldorf,  Germany). 
Sections were dried overnight, rehydrated in PBS, fixed in 4% paraformaldehyde and washed 
in  PBS‐0.05%  tween‐10  (PBS‐T),  and  incubated  in  blocking  buffer  (5%  BSA,  5%  skim milk 
powder, 0.05% Triton‐X100, in 4x SSC) supplemented with 2% normal donkey serum for 30‐
45 minutes. Sections were  then  incubated overnight at 4ºC  in a humidified  chamber with 
purified primary antibodies (listed in Table S1) diluted in blocking buffer, then washed in PBS‐
T. Sections were then incubated with secondary antibodies overnight at 4ºC in a humidified 
chamber,  and washed  again  in  PBS‐T.  Slides were  then  incubated with  purified  rat  anti‐
CD16/32  for  30‐45  min  at  room  temperature  and  then  incubated  for  2hrs  at  room 
temperature with rat anti‐mouse conjugated antibodies. 
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Images were visualized and acquired using a Leica TCS SP5 confocal microscope and processed 
with the Leica LAS AF software. Z‐stacked images were collected in 0.1 m slices.  
 
Statistical analysis 
Statistical analyses were performed using Prism Software version 5.02. Significant 
differences were determined using 1 way ANOVA using Bonferroni’s multiple comparison 
test for Figure 2B, 3G,4A‐B,and S6c‐D and 2way ANOVA using Bonferroni posttests for 
Figures 3B‐C,5, 6C‐D, 7 and S7. 
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Figure S1: FACS gating strategy for the identification and quantification of MK in the co-culture.  The nuclear dye Hoescht 33342 was added to the culture medium and the cultures 
were maintained at 37°C for 2.5h. The non-adherent cells were harvested, labelled with fluorescent-conjugated antibodies and resuspended in 7ADD supplemented buffer for dead cells 
exclusion. A) Representative phase contrast image and Dot plot for the Ho33342 vs 7AAD signal are presented for i) a day 9 co-culture of HSC on V+P- stromal layers containing low 
number of MK and ii) a day 3 culture of MEP containing large number of mature MK.(Scale bar 100µm). The large events positive for Ho33342 and 7AAD and viable cells were sorted. B) A 
representative image of Giemsa stained cells sorted for the i) large events ii) viable cells gates are presented (Scale bar 50µm)and iii) the diameter of the cells was measured. The large 
events positive for 7AAD correspond to large megakaryocyte that are permeable to 7AAD after immunostaining, therefore only cells exhibiting 7AAD signal and less than 4N Hoechst 
intensity signal were excluded as dead cells. C) Representative dot plots for i) selection of MK were identified as cells expressing CD41 and CD42c, ii) corresponding FMO controls. D) 
Representative histograms for the analysis of the ploidy are presented for all cells or for the MK population. The position of the histogram markers are based on the Hoechst 33342 
Geometric mean fluorescence intensity. 
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Figure S2: Phenotype of the fetal liver non hematopoietic cells. Fetal liver cell suspensions obtained following enzymatic 
digestion of dissected E13.5 fetal livers were subjected to FACS analysis. Hem-CD31+, V+P-, V-P+, V+P+ and V-P- population 
were determined as in figure 1. Representative histograms from 2-5 independent experiments are presented. All histogram 
markers are based upon FMO controls. 
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Figure S3: Stromal cell population representation during development. Fetal liver cell suspensions were obtained 
following enzymatic digestion of dissected E11.5, E12.5, E13.5, E14.5 and E16.5 fetal livers. Cell suspensions were 
subjected to FACS analysis and the mean±SD number of Hem-CD31-CD51+VCAM-1-PDGFRa+ (V-P+), 
Hem-CD31-CD51+ VCAM-1+PDGFRa+ (V+P+), Hem-CD31-CD51+ VCAM-1+PDGFRa- (V+P-) and Hem-CD31-CD51+ 
VCAM-1+PDGFRa- (V-P-) cells per liver from 5 independent experiments are represented. 
Figure S4: The V+P- population is not detected in the rest of the embryo or the liver of neonate and adult mice. Cell 
suspensions from A) a liver from E13.5 embryo, B) a liver-less E13.5 embryo, C) a newborn liver and D) an adult liver, were 
labeled with fluorescent conjugated antibodies. Representative dot plots of the gating strategy used for cell sorting are presented 
for each tissue. Gates are based upon FMO controls. 
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Figure S5: HSC support by E13.5 fetal liver stromal cells. Lin-Sca-1+c-kit+CD48-CD150+ (SLAM) cells were isolated from the 
bone marrow of CD45.1+ mice and cultured in serum free medium supplemented with 7.5 ng/ml of rmSCF, 5 ng/ml rmFlt3L, 10 
ng/ml rmTPO and 1 ng/ml rhuIL-6, onto adherent layers derived from different fetal liver subpopulations isolated from CD45.2+ 
mice. The cells produced in co-cultures were transplanted into F1: CD45.1+/CD45.2+ irradiated mice. A) Representative dot plots 
of the gating strategy used to analyze the proportion of donor cells and their lineage profile are presented. i) non-CD45 expressing 
cells are excluded, ii) the proportion of Donor (CD45-1+CD45-2-), Support (CD45-1-CD45-2+), and Recipient (CD45-1+CD45-2+) 
cells is determined. B) The lineages amongst Donor cells are determined using i) Gr-1 or CD11b expression to identify the myeloid 
compartment and ii) B220 and CD3 expression to identify B lymphoid and T lymphoid compartments. C) Bar graphs of the 
percentages of donor (CD45.1+) cells in the bone marrow of primary and secondary recipient mice that received cells produced 
from co-culture initiated with 200 SLAM cells. (Mean±SD from 2 independent experiments). § : V+P- cells were grown in a-MEM 
20%FCS   D) Bar graphs of  the percentages of donor (CD45.1+) cells in the bone marrow of primary recipient mice that received 
cells produced from co-culture initiated with 20 SLAM cells.(Mean±SD from 2 independent experiments).  # indicates groups for 
which all recipient animals displayed multi-lineage engrafment and * indicates groups for which some recipient animals displayed 
multi-lineage engraftment. (ND): Not Done. 
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Figure S6: Immunolocalization of fetal liver stromal elements, MK and HSC. A) Immunostaining were performed on day 13.5 
mouse embryo frozen sections.VCAM-1 positive cells were identified using monoclonal antibody revealed with donkey 
anti-Rabbit-Alexa 488; rat anti-PDGFRa revealed with donkey anti-Rat-Alexa 594. (Scale bar = 50 µm) B) Cells with the 
phenotype of HSC are present in the fetal liver at day 13.5 and represent 0.0047% of viable cells. (Lin= CD3, CD4, CD5, CD8, 
Gr-1, B220, TER119) C) HSC were identified on mouse embryo day13.5 section as CD150+CD42c- cells of diameter <10 
µm(white arrow). MK were identified as cells positive for CD150 and CD42c staining. Scale bar = 25 µm) D) Diameter of MK and 
HSC were determined for all cells identified from scanning of 10 sections E) Cell contact with VCAM-1 positive cells was 
determined for each identified cells. MK: n= 101, HSC: n=38.  
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Figure S7: BFU-E and CFU production during the co-culture. 50 SLAM cells were plated in low cytokine serum free medium 
in the presence of absence of stromal layers. A) After 3, 5 and 7 days the cells produced were subjected to clonogenic assay 
using MethoCult® M3434 in the presence of rm SCF, rm IL-3,rh IL-6, rh Epo  (STEMCELL Technologies). The mean±SD of CFU 
produced per 50 SLAM plated in triplicate from four independent experiments are presented. B) After 5 and 7 days the cells 
produced were subjected to clonogenic assay using MethoCult® M3334 in the presence of 4 U/ml of huEpo (STEMCELL 
Technologies). The mean±SD of BFU-E produced per 50 SLAM plated in triplicate from two independent experiments are 
presented.** p<0.01, *** p<0.001 comparison to non-stroma group for the same day. Other comparison were not statistically 
significant.   
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Figure S8: Isolation of human early progenitors. A) Representative dot plots of the gating strategy used to sort early 
hematopoietic progenitors from hematopoietic progenitor pre-enriched cell populations. The CD34+CD38-CD45RA- population is 
highly enriched in human HSC. B) Representative dot plots for FMO controls are presented. C) Representative dot plots for 
purity controls performed post cell sorting are presented.
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Figure S9: FACS gating strategy for the identification and quantification of hu MK produced in the co-culture. The nuclear 
dye Hoechst 33342 was added to the culture medium and the co-cultures were maintained at 37°C for 2.5h. The non-adherent 
cells were harvested and labelled with fluorescent-conjugated antibodies and resuspended in 7ADD supplemented buffer for dead 
cells exclusion. A) As for mice cells, large megakaryocytes are permeable to 7AAD after immunostaining, therefore only cells 
exhibiting 7AAD signal and with less than 4N Hoechst intensity signal were excluded as dead cells B) Stromal cells identified as 
mVCAM-1 positive cells were excluded from the analysis and huCD45 positive cells selected. C) MK were identified as cells 
expressing CD41 and CD42c. Representative dot plots are presented. D) MKp were identified as CD34+CD41dim cells. 
Representative dot plots are presented. E) Corresponding dot plots for FMO controls are presented.
Table S1 : Antibodies used in the study 
Description Clone Supplier 
Fetal liver cell sorting/analysis 
  
Biotin / APC-Cy7  Anti-mouse CD45 30-F11 BD Biosciences s/ eBioscience / Biolegend 
Biotin / APC-Cy7  Anti-mouse Ter119 TER-119 BD Biosciences s/ eBioscience / Biolegend 
FITC Anti-mouse CD31 MEC 13.3 BD Biosciences 
APC Anti-mouse CD140a (PDGFRa) APA5 eBioscience / Biolegend 
PE Anti-mouse CD51 (integrin αv) RMV-7 eBioscience 
PE-Cy7 Anti-mouse CD106 (VCAM-1) 429 (MVCAM) Biolegend 
Biotin Anti-mouse LYVE-1 ALY7 eBioscience 
FITC Anti-mouse E-Cadherin DECMA-1 eBioscience 
FITC Anti-mouse Ep-CAM G8.8 Santa Cruz 
FITC Anti-mouse c-met eBioclone 4 eBioscience 
Biotin Anti-mouse Tie2 TEK4 Biolegend 
Hematopoietic cells sorting 
  
Biotin Anti-mouse CD3e 145-2C11 BD Biosciences  / Biolegend 
Biotin Anti-mouse CD4  H129.19 BD Biosciences  
Biotin Anti-mouse CD8a  53-6.7 BD Biosciences  
Biotin Anti-mouse CD5  53-7.3 BD Biosciences  
Biotin Anti-mouse CD41  MWReg30 eBioscience 
Biotin Anti-mouse Ly-6G and Ly6-C (Gr-1) RB6-8C5 BD Biosciences  
Biotin Anti-mouse CD11b (Mac-1) M1/70 BD Biosciences  
Biotin Anti-mouse CD45R/B220 RA3-6B2 BD Biosciences  
Biotin Anti-mouse Ter119 TER-119 BD Biosciences  
FITC Anti-mouse Ly6A/E (Sca-1) E13-1617 BD Biosciences  
APC Anti-mouse CD117 (c-kit) 2B8 Biolegend 
PE Anti-mouse CD48 HM48-1 Biolegend 
PE-Cy7 Anti-Mouse CD150 TC15-12F12.2 Biolegend 
FITC Anti-mouse CD9 eBioKMC8 eBioscience 
PE Anti-mouse Sca-1 E13-1617 eBioscience / Biolegend 
PE Anti-mouse CD16/32 93 eBioscience / Biolegend 
PE Anti-human CD45 HI30 Biolegend 
PE-Cy7 Anti-human CD34 581 Biolegend 
APC Anti-human CD38 HIT2  Biolegend 
BB515 Anti-human CD45RA HI100 BD Horizon  
Alexa-488 Anti-human/mouse CD42c RAM-1 Produced and conjugated in house 
Alexa-647Anti-human CD41 RAM-2 Produced and conjugated in house 
Transplant analysis 
  
FITC Anti-Mouse CD45.2 104 BD Biosciences   
PE Anti-Mouse CD45.1 A20 BD Biosciences  
PE-Cy7 Anti-Mouse CD3e 145-2C11 eBioscience 
APC Anti-Mouse CD45R/B220 RA3-6B2 Biolegend 
PerCP-Cy5.5 Anti-Mouse CD11b M1/70 Biolegend 
APC- Anti-Mouse Gr-1 RB6-8C5 Biolegend 
Coculture analysis 
  
Alexa-488 Anti-human/mouse CD42c RAM-1 Produced and conjugated in house 
Alexa-647Anti-human CD41 RAM-2 Produced and conjugated in house 
PE-Cy7 Anti-human CD34 581 Biolegend 
PE-CF594 Anti-human CD45 HI30 BD Biosciences   
PE-Cy7 Anti-Mouse CD106 (VCAM-1) 429 (MVCAM) Biolegend 
PE-Cy7 Anti-Mouse CD41  MWReg30 eBioscience 
APC Anti-Mouse CD11b (Mac-1) M1/70 eBioscience  
PE Anti-Mouse Ly-6G and Ly6-C (Gr-1) RB6-8C5 eBioscience 
APC-eFluor-780 Anti-Mouse CD45R/B220 RA3-6B2 eBioscience  
APC-eFluor-780 Anti-Mouse CD3e 145-2C11 eBioscience 
Immuno-histology 
  
Purified Rabbit Monoclonal anti-Mouse VCAM1 EPR5047 Epitomics 
Purified Anti-Mouse CD140a (PDGFRa) APA5 eBioscience 
Alexa-647 anti-mouse CD150 TC15-12F12.2 Biolegend 
Alexa-555 anti-human/mouse CD42c RAM-1 Produced and conjugated in house 
Alexa488 F(ab')2 Donkey Anti-Rabbit IgG (H+L) 
 
Jackson Immunoresearch 
Alexa-594  Donkey Anti-Rat IgG (H+L) 
 
Jackson Immunoresearch 
Purified anti-mouse CD16/32 93 Biolegend 
Donkey serum 
 
Jackson Immunoresearch 
 
Table S2 : Primers used in the study 
Gene 
Symbol 
Forward Reverse 
Product 
size 
Hnf4a CTCTTCTGATTATAAGCTGAGGATG CCACAGGAAGGTGCAGATTGATCTG 377 
Alb CATGACACCATGCCTGCTGAT CTCTGATCTTCAGGAAGTGTAC 452 
Afp ACTCACCCCAACCTTCCTGTC CAGCAGTGGCTGATACCAGAG 422 
Krt18 GAGGGCTCAGATCTTTGCGA TGAGATTTGGGGGCATCCAC 321 
G6pc GGATTCCGGTGTTTGAACGTC ATCCAAGCGCGAAACCAAAC 229 
Met GGAACTGGCTACTGCTCTG GAGTTGATCACATGCCAAGC 96 
Jag1 CGCCTCAAAGAAGCGATCAG AAAGTGTAGGACCTCGGCCA 644 
Jag2 GGGTGGCAACTCCTTCTACC AGCTCCTCATCTGGAGTGGT 189 
Dll1 TGGGGCTACCCAGATCAAGA CCATCTTACACCTCAGTCGCT 354 
Dll4 CGCCCAGCTCAAAAACACAA GACACTCTGGCTTCTCACTGT 215 
TPO AAACCCAGACGGAACAGAGC CTGCCCTGTAGAGGAAGCTG 196 
Gapdh CATCACTGCCACCCAGAAGACTG ATGCCAGTGAGCTTCCCGTTCAG 153 
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3. Données supplémentaires  
Au-delà du soutien de la mégacaryopoïèse j’ai également étudié la capacité des cellules 
stromales V+P- à maintenir une prolifération des cellules les moins engagées. J’ai également 
évalué le pouvoir proplaquettogène de la population CD34+CD41dim produite sur différents 
stroma cellulaires en la comparant à la population CD34+CD41dim produite sans co-culture en 
présence de SR1 (Strassel et al., 2016). 
 
a) Réensemencement des cellules hématopoïétiques obtenues par co-culture 
Les données obtenues sur les différents stroma cellulaires de FF démontrent un soutien de la 
mégacaryopoïèse par les progéniteurs hépatiques V+P- agissant à la fois sur la prolifération et 
la différenciation des MK. Afin de disséquer ces deux propriétés, des CSH co-cultivées sur 
stroma V+P- ont été repiquées à différents jours de la co-culture dans un milieu contenant de 
la TPO et SR1. Ce milieu a été décrit pour favoriser la différenciation de MKp (Strassel et al., 
2016). Ces conditions permettent d’évaluer si la prolifération et la différenciation surviennent 
de manière séquentielle au contact du stroma V+P-, on s’attendrait dans ce cas à un 
enrichissement important en MK dans une culture en 2 étapes en présence de stroma 
(proprolifératif) puis sans stroma en milieu TPO+SR1 (optimal pour la différenciation). 
 
i. Matériels et méthodes 
Certaines cellules hématopoïétiques étant adhérentes, la co-culture a été traitée à J9 ou J11 
par ajout de trypsine-EDTA (Life Technologies, Carlsbad, Californie, USA) pendant 5 min, puis 
les cellules hématopoïétiques ont été séparées des cellules stromales par tri magnétique. Pour 
cela les cellules ont été incubées avec un anticorps anti-mVCAM-1 couplé au PeCy7 (Clone 
429, Biolegend, San Diego, Californie, USA) pendant 45 min à 4°C. Après lavage, les cellules 
ont été incubées pendant 30 min avec des billes magnétiques Dynabeads® couplées à des 
anticorps de mouton anti-rat (Life Technologies). La suspension cellulaire a été mise sur 
colonne aimantée afin de sélectionner les cellules mVCAM positives, correspondant aux 
cellules stromales murines. Les cellules de la fraction négative ont ensuite été mises en culture 
dans un milieu contenant du Stemspan (StemCell Technologies, Vancouver Canada), 50 ng/mL 
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de TPO (Stemcell Technologies), 20 µg/mL de hLDL (human Low Density Lipoprotein) (Stemcell 
Technologies), 1 µM de SR1 (Cellagen Technology, San Diego, CA) et de la Pénicilline, 
Streptomycine, Glutamine 1X (Thermo Fisher Scientific, Waltham, Massachusetts, États-Unis) 
comme décrit précédemment (Strassel et al., 2016) à raison de 50 000 cellules par puits de 
plaque 24 puits (Figure 16.A).  
 
ii. Résultats  
Le réensemencement des cellules obtenues par co-culture dans le milieu contenant de la TPO 
et SR1 réduit le nombre total de cellules CD45+ produites par rapport à une culture réalisée 
entièrement sur les stroma de FF. Plus le réensemencement est effectué tôt dans la co-culture, 
plus le nombre de cellules CD45+ à J14 est faible (Figure 16.B). Ceci indique que le stroma V+P- 
participe amplement à la prolifération des cellules CD45+ tout au long de la co-culture. Ce 
constat est également fait sur les stroma V+P+ et V-P+ (non montrés).  
Le réensemencement entraine également une baisse du nombre de progéniteurs CD34+CD41- 
et CD34+CD41dim confirmant une action du stroma V+P- sur la production de progéniteurs 
jusqu’au terme de la co-culture (Figure 16.B). Enfin, le réensemencement ne permet pas un 
nombre plus important de MK au terme des 14 jours malgré le milieu favorisant la 
différenciation. Cette observation est due à la baisse de prolifération des cellules après 
réensemencement. La balance entre prolifération et différenciation explique ce nombre 
équivalent de MK dans les différentes conditions.  
Les résultats obtenus suggèrent que le réensemencement en TPO et SR1 favorise la 
différenciation et la maturation des cellules présentes en MK, mais ceci au détriment de 
l’amplification des MKp par « épuisement du pool » de cellules peu engagées et prolifératives 
de type CD34+CD41- induisant une baisse du nombre de cellules hématopoïétiques totales à 
J14. Le stroma V+P- participe donc à toutes les étapes de la mégacaryopoïèse de la CSH à la 
production de MK et ceci de manière non séquentielle. 
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Figure 16 : Effet du réensemencement en milieu TPO+SR1 de CSH co-cultivées sur le stroma 
V+P-  
A. Protocole de réensemencement des cellules hématopoïétiques à J9 ou J11 après co-culture 
sur la population V+P- de cellules stromales de FF de souris. Les CSH sont cultivées en milieu 
pauvre en cytokines comme décrit dans Brouard et al., 2017 puis réensemencées dans un 
milieu contenant de la TPO et du SR1 sans stroma, selon Strassel et al. 2016 B. Nombre de 
cellules dans les différentes populations à J14 de culture avec (2-3) ou sans (1) 
réensemencement à partir du stroma V+P-. N=1 à 4 expériences indépendantes.  
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b) Evaluation du potentiel proplaquettogène des cellules obtenues par co-culture 
La population CD34+CD41dim produite en présence de SR1 a été décrite comme présentant un 
potentiel important à produire des MK capables d’émettre des proplaquettes (Strassel et al., 
2016). Par ailleurs, l’article 1 a montré que la culture de CSH sur stroma V+P- produit 
efficacement une population présentant ce même phénotype. Afin de vérifier si cette 
population présente les mêmes propriétés fonctionnelles, les cellules hématopoïétiques 
obtenues durant les co-cultures sur le stroma V+P- ont été triées à J10 par FACS sur leur 
expression de CD34 et CD41 puis mises en culture en présence de TPO+SR1 à raison de 4000 
à 18000 cellules par puits (en fonction du nombre de cellules totales triées) en plaque 24 puits 
(Figure 17.A). Après 7 jours de culture, on observe respectivement 21 et 20,3% de MK avec 
des proplaquettes suite au réensemencement des populations CD34+CD41dim et CD34+/-CD41+ 
et pas de proplaquettes à partir de la population CD34+CD41- (Figure 17.B). La population 
CD34+CD41dim obtenue à partir des co-cultures présente donc des propriétés équivalentes à 
celle obtenue en absence de stroma mais en présence de SR1, suggérant la mise en jeu d’un 
mécanisme commun. Par ailleurs, la population CD34+/-CD41+ présente un potentiel similaire 
à produire des proplaquettes. Ceci suggère un certain recouvrement des populations qui 
nécessiterait d’affiner la méthode de tri.  
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Figure 17 : Production de proplaquettes à partir de différentes populations de progéniteurs 
MK obtenus par co-culture V+P- 
A. Protocole expérimental pour évaluer le potentiel à émettre des proplaquettes de trois 
populations de cellules hématopoïétiques triées après 10 jours de co-culture sur la population 
V+P-. Les cellules triées sont réensemencées sans stroma dans le milieu TPO+SR1 pendant 7 
jours, selon Strassel et al. 2016. B. Graphe représentant le pourcentage de MK émettant des 
proplaquettes à J17 sur le nombre de cellules totales à partir des trois populations de cellules 
hématopoïétiques triées à J10. N=2 expériences indépendantes. 
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4. Discussion 
Les données de l’article 1 ont mis en évidence une population cellulaire particulière du FF 
définie par le phénotype V+P- favorisant la production de MK à partir de CSH murines. Cette 
population, présente à E13.5 de développement chez la souris, est constituée de progéniteurs 
hépatiques. Leur présence transitoire et restreinte à un stade précis de développement 
embryonnaire suggère des cellules en cours de développement et de différenciation. Mon 
objectif était d’examiner si les propriétés de ces cellules stromales n’étaient pas restreintes à 
la souris mais s‘appliquaient également aux CSH humaines. Comme chez la souris, les co-
cultures ont été réalisées en présence de concentrations faibles de cytokines en vue de limiter 
l’influence des cytokines exogènes et de révéler l’effet directement lié aux cellules stromales. 
Le choix de cocultiver des cellules de deux espèces différentes (souris-homme) pourrait poser 
question mais a déjà été validé par des travaux précédents dans le domaine de l’hématopoïèse 
(Kusadasi et al., 2002; Punzel et al., 1999a; Punzel et al., 1999b) et par le fait que nos résultats 
en culture mixte, corroborent ceux observés entièrement chez la souris. Ces résultats 
suggèrent que les molécules impliquées dans ce mécanisme sont conservées entre l’homme 
et la souris et l’existence d’une population stromale chez l’homme présentant les mêmes 
propriétés que les cellules V+P- murines. 
Dans cette étude nous nous sommes principalement intéressés au rôle des cellules stromales 
dans la mégacaryopoïèse au regard de l’effet prédominant des cellules V+P- sur ce lignage. Les 
cellules CD45+ présentes appartiennent en effet majoritairement à la lignée 
mégacaryocytaire. Cependant d’autres lignages sont vraisemblablement présents dans nos 
co-cultures et il serait intéressant de le vérifier en utilisant des marqueurs tels que CD3, CD4, 
CD8 ou CD19 pour les lignées lymphocytaire T ou B, CD14 pour les cellules dendritiques ou 
encore CD11 pour les monocytes (Maecker et al., 2012). Les données déjà obtenues avec les 
CSH murines indiquent cependant que les différents stroma ne présentent pas de différences 
entre eux quant au soutien des autres lignées hématopoïétiques. 
Au niveau mécanistique les cultures réalisées entièrement en système murin, montrent que 
le soutien de la mégacaryopoïèse dépend du contact entre les cellules stromales et CSH, ceci 
par expérience de type Transwell et utilisation de milieu conditionné. Il est vraisemblable, 
mais encore à évaluer, que les co-cultures mixtes obéissent aux mêmes mécanismes. A ce jour 
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il reste encore à déterminer si ces effets sont uniquement dus à des contacts directs entre les 
cellules ou via la sécrétion d’une matrice extra-cellulaire ou bien même via des cytokines qui 
seraient présentées à la surface des cellules. Il existe en effet des données de la littérature qui 
suggèrent que la forme de SCF liée à la membrane plasmique était beaucoup plus efficace 
pour stimuler la prolifération des cellules hématopoïétiques (Avraham et al., 1992; Toksoz et 
al., 1992).  
Les molécules intervenant dans ce mécanisme n’ont pas été identifiées. L’effet particulier du 
stroma V+P- qui correspondant à un progéniteur hépatique en comparaison aux deux autres 
stroma qui sont de type mésenchymateux suggère l’implication de molécules spécifiques à la 
lignée hépatique. Un transcriptome différentiel des protéines de surface exprimées par ces 
différents stroma pourrait être réalisé pour essayer d’identifier des effecteurs spécifiques à la 
lignée V+P-, permettant ensuite d’envisager des études fonctionnelles et une amélioration du 
rendement de progéniteurs mégacaryocytaires en culture.  
Au vu du stade embryonnaire où la population V+P- est présente, ces cellules pourraient être 
des hépatoblastes, cellules bi-potentes pouvant se différencier en cellules épithéliales biliaires 
et cellules hépatiques (voir partie III.1.b de l’introduction générale). Il existe un test de 
différenciation in vitro des hépatoblastes (Rogler, 1997) qui pourrait être appliqué aux cellules 
V+P- afin de vérifier leur degré d’engagement dans la voie hépatique ainsi que des protocoles 
in vivo pour vérifier le caractère « souche » hépatique (Oertel et al., 2008). 
Les expériences supplémentaires ont démontré la capacité proplaquettogène de la population 
CD34+CD41dim produite au contact du stroma V+P-, par un mécanisme qui reste à définir. Etant 
donné que cette même population CD34+CD41dim a été mise en évidence en réponse à un 
ligand du récepteur AhR (aryl hydrocarbon receptor )(Strassel et al., 2016) il serait intéressant 
d’évaluer l’implication de cette voie de signalisation. Une population CD34+CD41- a également 
été observée dans les co-cultures sur V+P- qui s’est avérée incapable de produire des 
proplaquettes. Cette population ne semble pas représenter un stade conduisant au 
phénotype CD34+CD41dim car la prolongation de la culture des cellules CD34+CD41- au-delà de 
7 jours en milieu contenant de la TPO et SR1 n’a pas permis d’observer de MK capables 
d’émettre des proplaquettes.  
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En conclusion, nous avons isolé et caractérisé une population particulière du foie fœtal 
favorisant la production de progéniteurs mégacaryocytaires et MK matures à la fois chez la 
souris et chez l’Homme. Le stroma V+P- semble constituer un microenvironnement favorisant 
les premières étapes de la mégacaryopoïèse avec une action sur l’engagement et la 
prolifération des MKp ainsi que leur différenciation. Un autre type de microenvironnement 
est vraisemblablement nécessaire pour finaliser la maturation des MK et induire l’émission de 
proplaquettes. 
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II. Partie 2 : Rôle des cellules endothéliales médullaires dans la 
mégacaryopoïèse 
 
1. Introduction  
Dans cette deuxième partie de ma thèse je me suis intéressée aux phases finales de la 
mégacaryopoïèse, des étapes qui sont clés dans la formation des plaquettes et dont les 
mécanismes sont peu connus. La TPO est la cytokine la plus décrite et la plus importante de la 
mégacaryopoïèse, néanmoins elle ne semble pas jouer de rôle dans ces phases finales 
(Kaushansky and Drachman, 2002; Nagahisa et al., 1996). In situ, les MK immatures et matures 
sont à proximité des vaisseaux sinusoïdes de la moelle osseuse (Stegner et al., 2017). 
L’hypothèse évaluée ici est que cette localisation préférentielle procure un 
microenvironnement particulier aux MKp favorisant les dernières étapes de la 
mégacaryopoïèse.  
 
Les interactions entre cellules endothéliales médullaires et MK ont principalement été 
étudiées par imagerie sur coupe ou intravitale. Très peu d’études fonctionnelles ont été 
rapportées dans la littérature sur l’influence de ces interactions sur la différenciation des MK 
et sur les mécanismes mis en jeu, que ce soit chez l’Homme ou la souris. Les principales 
données proviennent de l’équipe de S. Rafii qui a rapporté l’isolement de cellules 
endothéliales de moelle osseuse humaine (HBMEC) à partir d’aspirats de moelle. Une 
comparaison avec les cellules endothéliales classiquement utilisées, provenant de veine 
ombilicale HUVEC (Human Umbilical Vein Endothelial Cells) et avec des MSC de moelle 
osseuse a révélé une meilleure adhésion des MK sur HBMEC (Rafii et al., 1994). De plus, la co-
culture de progéniteurs CD34+ de patients mobilisés a permis de générer une fraction plus 
importante de MK sur HBMEC que sur HUVEC (Rafii et al., 1995). Ces résultats allaient dans le 
sens d’une spécialisation fonctionnelle des HBMEC. Ces travaux cependant souffraient d’une 
caractérisation très incomplète du phénotype des HBMEC et des composants du milieu de 
culture notamment en cytokines, et n’exploraient pas l’ensemble des étapes menant à la 
production de MK matures aptes à produire des proplaquettes.  
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Dans cette étude, nous avons mis au point une méthode d’isolement et de culture d’HBMEC 
primaires et les avons caractérisées sur le plan phénotypique, fonctionnel et transcriptionnel. 
Nous avons pu montrer dans des expériences de co-culture que ces HBMEC favorisaient la 
production de MK matures émettant des proplaquettes. Cette capacité est supérieure à celle 
de MSC de moelle osseuse purifiées à partir d’un même donneur ou à celle de cellules 
endothéliales primaires provenant d’autres organes ou tissus. Cette propriété des HBMEC est 
intrinsèque, car indépendante de l’ajout de cytokines hématopoïétiques exogènes, et 
nécessite un contact cellule-cellule. Enfin, le collagène XV (col XV) a été identifié comme une 
protéine potentiellement impliquée dans ce mécanisme par analyse transcriptomique 
différentielle. Ce travail fait l’objet d’un article en préparation.  
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Article 2 en préparation : Unique properties of bone marrow primary 
endothelial cells in supporting final megakaryocyte maturation 
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1-Human primary bone marrow endothelial cells (HBMEC) support proplatelet formation 
from immature MK without adding exogenous hematopoietic cytokines 
2-HBMEC exhibits a unique capacity compared to other types of endothelial cells or to MSC 
suggesting a specific mechanism within the bone marrow 
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Abstract  
The bone marrow is the major site of megakaryopoiesis in adult where in the latest stages, 
megakaryocytes (MK) come in close proximity with sinusoid vessels. To evaluate the role of 
this environment for full MK maturation we isolated and cultured a pure population of 
phenotypically and functionally characterized human bone marrow endothelial cells (HBMEC). 
Immature MK cocultured in a low cytokine cocktail with primary HBMEC gave rise to fully 
mature proplatelet producing MK with greater efficiency than with mesenchymal stem cells 
MSC from the same BM samples or with primary endothelial cells from iliac arteries or the 
bladder microvasculature. This effect was dependent on cell-cell contact and also observed in 
the complete absence of exogenously added cytokines, including thrombopoietin (TPO), 
supporting an intrinsic role of HBMEC. RT-qPCR array analysis identified collagen XV 
overexpression in HBMEC compared to these other cells suggesting an implication of this basal 
lamina component in MK maturation. Altogether, these results provide strong evidence that 
HBMEC contribute a unique specialized microenvironment supporting the latest stages of 
megakaryopoiesis. 
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INTRODUCTION 
Stromal cells within the bone marrow (BM) provide a suitable environment, called niche, for 
self-renewal, proliferation, and differentiation of hematopoietic stem cells 1. Following the 
introduction of the niche concept, the role of the BM microenvironment has been mainly 
evaluated in the context of hematopoietic stem cell (HSC) maintenance and by comparison 
very little is known about the megakaryocyte (MK) niche. This lack of knowledge hampers in 
turn efforts to efficiently reproduce megakaryopoiesis and thrombopoiesis in vitro.  
In adults, platelets originate from fully mature MK in the BM. During this thrombopoiesis 
process MK come in close proximity to sinusoid endothelial cells and in the end extend 
fragments, called proplatelets, in the blood circulation 2,3. Recent intravital microscopy studies 
have shown that MK are not randomly distributed within the bone marrow but are vessel-
biased and do not appear to be migrating from the endosteal niche 4. This close proximity of 
MK and vessels even at an immature stage indicates that BM endothelial cells could play a role 
in the last stages of MK differentiation and maturation.  
In 1995, Rafii and colleagues reported in in vitro studies that human bone marrow endothelial 
cells (HBMEC) promote MK commitment and differentiation from CD34+ human 
hematopoietic progenitors 5. This study, where long-term cultured HBMEC were compared to 
Human Umbilical Vein Endothelial Cells (HUVEC), suggested a specialized role for HBMEC. This 
work however mainly focused on the early stages of MK differentiation and the question 
remains open on the influence of HBMEC on full MK maturation and proplatelet formation. 
In this study, we have isolated a pure population of well-characterized primary human 
medullar endothelial cells and evaluated them in coculture with immature MK. We found that 
HBMEC efficiently supported MK maturation and proplatelet formation without addition of 
hematopoietic cytokines. HBMEC were more efficient than mesenchymal stem cells (MSC) or 
endothelial cells from other organs pointing to a specialized role of these cells. Finally, we 
highlighted a cell-cell contact mechanism with a possible implication of a basal lamina 
constituent, collagen XV.  
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MATERIAL AND METHODS 
Isolation of human primary HBMEC and MSC 
Cells were harvested by curettage from human tibial tray obtained after knee prosthesis 
surgery (Approved by CEEI/IRB of INSERM, ethical number: IRB00003888). Cell suspensions 
were obtained after gentle digestion with collagenase I (1mg/mL) (Worthington Biochemical 
Co, Freehold, NJ) and Type II dispase (2 mg/mL) (Sigma, St Louis, MO) for 30 min at 37°C and 
filtration through a 100 µm cell strainer (BD Biosciences, San Jose, CA) with PBS-2% Newborn 
Calf Serum (NCS)(Dutscher SA, Brumath, FR). Red blood cells were removed with lysis buffer 
(BD Biosciences) and cell suspension was washed with PBS-2% NCS and then filtered through 
a 70 µm cell strainer (BD Biosciences). A fraction of cells was used for flow cytometry analysis 
with a Fortessa-X20 flow cytometer (BD Biosciences). Cells were labeled with PE conjugated 
CD90, PE-Cy7 conjugated CD45, PE-Cy7 conjugated CD68, PE-CF594 conjugated CD31, FITC 
conjugated CD73 and A647 conjugated CD105 antibodies. Cells were put in culture in EGM2 
medium (Lonza, Walkersville, MD) for 4 days in 5% CO2, 5% O2 humidified air at 37°C. A 
detailed list of antibodies used is provided in Table S1. During the 4 days of culture, medium 
was changed once to remove non-adherent cells. At day 4 of culture, the adherent fraction 
was detached by using 0.5% Trypsin-EDTA (Life Technologies AS, Norway). Cells were labeled 
with FITC conjugated CD31, PE conjugated CD90, PE-Cy7 conjugated CD45, PE-Cy7 conjugated 
CD68. Cell sorting of HBMEC and MSC was performed on a BD Aria II flow cytometer (BD 
Biosciences). Flow cytometry data analyses were conducted using BD FACSDiva software (BD 
Biosciences). 
 
Establishment of cocultures of stromal cells and human immature MK 
Human CD34+ cells were isolated as previously described (Strassel et al., 2016). CD34+ cells 
were seeded in 24-well plates in Stemspan Serum-Free Expansion Medium (SFEM) 
supplemented with CC220 1X (Stemcell Technologies, Vancouver, BC, Canada), 1 µM Stem 
Regenin 1 (SR1) (Cellagen Technology, San Diego, CA), 20 ng/mL human low-density 
lipoprotein (Stemcell Technologies) and penicillin streptomycin glutamine (PSG)(Thermo 
Fisher Scientific, Massachusetts, USA) for 7 days. In parallel, sorted HBMEC were cultured in 
24-well plates in EGM2-MV medium (Lonza) on 200 µg/cm2 gelatin (Sigma) coating for 8 days. 
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Sorted MSC were also cultured in 24-well plates in α-MEM supplemented with 20% fetal calf 
serum (FCS) (Hyclone, South Logan, UT), supplemented with 1% GlutMAX, 1% Penicillin-
Streptomycin and 1% Sodium Pyruvate (all from Life Technologies) for 8 days.  
Confluent layers of HBMEC and MSC were washed and immature MK from the 7 days culture 
were seeded onto the stromal layers in EGM2-MV (Lonza) supplemented or not with 10 ng/ml 
hSCF, 10 ng/ml hFlt3L (R&D systems) and 10 ng/ml hTPO (STEMCELL Technologies). The 
cultures were maintained six days at 37°C in a 5% CO2, fully humidified atmosphere. Images 
were taken after six days of coculture with the microscope Olympus CKX53, camera SC50 
(Olympus, Tokyo, Japan) and the CellSens Entry Software (Olympus). 
 
Measurement of MK and proplatelet size  
Diameter of MK size was measured using Image J software on images taken at day 6 of 
coculture. For proplatelet measurement, using Photoshop a mask of the proplatelets was 
drawn manually and extracted as binary color image. The surface covered by platelets (pixels) 
was quantified using, using Image J and normalized to the number of MK with proplatelets 
counted for the corresponding image. 
 
Culture of Human Iliac Artery and Human MicroVascular Endothelial Cells (HIAEC and 
HMVEC) 
HIAEC and HMVEC were purchased from Lonza. Cells were cultured in EGM2-MV medium 
(Lonza), subcultured twice a week and used between passage 4 and 6. For coculture, cells from 
passage less than 7 were plated in 24-well plate for 4 days in EGM2-MV. The cultures were 
maintained at 37°C in a 5% CO2, in fully humidified atmosphere. 
 
Functional assays for endothelial cells: tube formation assay and acetylated LDL uptake 
Tube formation assay 
Matrigel matrix (Corning, New York, USA) was coated in 24 or 48-well plates at 100 µL/cm2 
and incubated at 37°C for 30 min. HBMEC or MSC were detached with trypsin-EDTA and 
70 000 cell/cm2 were seeded on matrigel. Cells were incubated at 37°C in a 5% CO2, fully 
humidified atmosphere. Images were taken every hour until 8 hours by optical microscopy, 
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Olympus CKX53, camera SC50 (Olympus, Tokyo, Japan) and the CellSens Entry Software 
(Olympus). 
Acetylated LDL (acLDL) uptake 
This assay was performed at HBMEC or MSC confluence. A488 conjugated acLDL (Life 
Technologies) was added to the cell medium and cells were incubated for 4 hours at 37°C. 
Cells were then washed with PBS and fixed by 4% paraformaldehyde (Electron Microscopy 
Sciences, Pennsylvania, USA). Prolongold with DAPI was used as mounting reagent (Invitrogen, 
Californie, USA). Slides were conserved at 4°C. Images were visualized and acquired using a 
Leica TCS SP8 confocal microscope and processed with the Leica LAS AF software or EVOS 
FLoid Cell Imaging Station (Thermo Fisher Scientific).  
 
RT-qPCR array 
HBMEC, HIAEC, HMVEC and MSC were cultured as previously described for coculture studies. 
RNA extraction was performed with RNeasy minikit (Qiagen, Hilden, DE) as described by the 
supplier. RNA was quantified with the Nanodrop (Nanovue, GE Healthcare Bioscience, 
Pittsburgh, USA). Reverse transcription was done using RT² First Strand Kit (Qiagen). qPCR 
were realized with qPCR array plates (RT² Profiler PCR Array for Human Endothelial Cell 
Biology, for Human Extracellular Matrix & Adhesion Molecules, and for Human Cell Surface 
Markers)(Qiagen) and run on the CFX96 thermocycler (Biorad, California, USA). Data were 
analyzed using the Qiagen online software.  
 
Flow cytometry analysis of the stromal layer after coculture 
After six days of coculture, wells were washed with PBS (Dutscher) and cells detached with 
trypsin-EDTA solution (Life Technologies). After centrifugation, cells were suspended in PBS-
2% NCS (Dutscher) and labeled with PE conjugated CD90, PE-Cy7 conjugated CD45, PE-Cy7 
conjugated CD68, PE-CF594 conjugated CD31, and A647 conjugated CD105 antibodies. Flow 
cytometry analysis was done with a Fortessa-X20 flow cytometer (BD Biosciences) and data 
analyses were analysed using BD FACSDiva software (BD Biosciences). 
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Immunofluorescence staining of human stromal cells  
Stromal cells were grown to confluence in Nunc™ Lab-Tek™ Chamber Slide System (Thermo 
Fisher Scientific). Wells were washed with PBS (Dutscher) and fixed in 4% paraformaldehyde 
for 10 minutes. After PBS washing, cells were incubated in blocking buffer 1% BSA (Sigma) in 
PBS supplemented with 2% normal donkey serum for 30-45 minutes. Wells were then 
incubated overnight at 4ºC in a humidified chamber with purified primary antibodies (listed in 
Table S1) diluted in blocking buffer, then washed in PBS. Sections were then incubated with 
secondary antibodies for one hour at 20ºC in a humidified chamber, and washed again in PBS. 
Prolongold with DAPI was used as mounting reagent (Invitrogen, Carlsbad, Californie, USA). 
Slides were kept at 4°C. Images were visualized and acquired using a Leica TCS SP8 confocal 
microscope and processed with the Leica LAS AF software. Z-stacked images were collected. 
 
Transmission electronic microscopy 
HBMEC were cultured in 6-wells plates as described above in EGM2-MV (Lonza) medium. 
When reaching confluency, they were washed 3 times with Caco buffer containing Dimethyl 
Arsinic Acid Sodium Salt Trihydrate, 0.1M, pH 7.4, osmolarity 305 (Merck, Darmstadt, 
Germany). They were then incubated for 1 hour at room temperature in osmium tetroxide 
(Merck). After a wash in Caco buffer and distillated water they were incubated in 4% uranyl 
acetate during one hour at 4°C (Ladd Research Industries Inc, Williston, USA). Cells were 
washed two times in distillated water and then in increasing concentrations of ethanol until 
pure ethanol. Cells were then embed in Epon LX112 (Ladd Research Industries Inc) at room 
temperature overnight. Sections of 100 nm were prepared using using Leica Ultracut UCT and 
visualized using the transmission electronic microscope CM120 Biotween (Philips, 
Amsterdam, Netherland). 
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RESULTS 
Isolation and characterization of human primary bone marrow endothelial and 
mesenchymal cells 
To explore whether bone marrow EC provide a favorable microenvironment for MK 
maturation we first developed a procedure to isolate them as a pure population and culture 
them as primary cells. For physiological relevance, we focused on cells of human origin and 
harvested them from the tibial plateau, which gave us a better yield than femur (data not 
shown). As summarized in Figure S1 we obtained a cell suspension after gentle enzymatic 
digestion of the bone marrow where the non-hematopoietic (Hem-) CD45- population 
contained 8.6±1.5 % of CD31+ EC. Failure to efficiently culture these rare cells after sorting lent 
us to perform a 4 days pre-culture which allowed to enrich HBMEC by more than 5 times 
compared to day 0. During this pre-culture HBMEC and MSC could be easily distinguished on 
their morphology (Figure 1A.i). HBMEC were then sorted from the pre culture by gating on 
non-hematopoietic (Hem-) CD45 and CD68 negative cells, and selection of CD31+ cells. MSC 
were purified in the same experiment by sorting the CD31-CD90+ population. HBMEC 
represented 49.4±3.2 % and MSC 32.1±2.9% of the Hem- fraction (Figure 1A.ii). The sorted 
HBMEC cultured for up to 8 days in an optimized EC culture medium (EGM2-MV, Lonza) 
displayed an expected phenotype with 88.2±4.7 % of the cells (in the gate HBMEC OR MSC) 
being positive for CD31 (Figure 1C.i) and 99.7% of the CD31+ cells being positive for CD105 
(data not shown). On the other hand cultured MSC cells were 100% CD90+ (in the gate HBMEC 
OR MSC) and 99.9% of the CD90+ cells co-expressed the CD105 and CD73 MSC markers. (Figure 
1C.ii). Further characterization of HBMEC by RT-qPCR revealed the expression of endothelial 
lineage specific genes including CD31, von Willebrand factor (vWf), Tie 2, eNOS, VEGFR1 and 
2, VE-cadherin and endoglin. They did not express PDGFRa a mesenchymal marker (Figure 2A). 
CD31 expression was also confirmed by immunofluorescence microscopy, displaying a typical 
cell junction pattern (Figure 2B). Transmission electron microscopy allowed observation of 
Weibel-Palade bodies (Figure 2C.i), a signature of EC 6, and cell-cell junctions between EC with 
contacts extending for more than 3 µm (Figure 2C.ii). Finally, the EC identity was confirmed in 
functional assays. HBMEC exhibited the capacity to uptake acetylated LDL and form tubes in 
matrigel (Figure 2D) while MSC did not (data not shown).  
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HBMEC efficiently support MK maturation and proplatelet formation 
Primary HBMEC were then evaluated for their capacity to sustain the late stages of MK 
maturation. This was explored by co-culturing human MK committed progenitors (MKcp) on 
the HBMEC layer. These progenitors correspond to a CD34+CD41low enriched population 
obtained by pre-differentiating CD34+ cells in a medium containing SR1 as previously 
described 7. The Stemspan medium usually used for hematopoietic cells culture did not allow 
the maintenance of HBMEC layers, therefore cocultures were performed in EGM2-MV 
medium. A distinctive feature of the assay was the use of limiting concentrations of cytokines 
in order to uncover intrinsic properties of the stromal cells. Under these conditions, MKcp 
cultured on HBMEC for 6 days efficiently produced MK extending proplatelets (Figure 3A) 
(25.0±1.0 % of the non-adherent cells) whereas they were not observed when stromal cells 
were omitted (Figure 3B). MSC were also able to sustain maturation of MK extending 
proplatelets but with a lower efficiency (18.6±1.3 % at day 6). Furthermore, proplatelets on 
HBMEC were more developed and complex occupying an area double that on MSC (Figure 3C). 
When examining the round MK that had not reached the proplatelet stage their size was 
increased by 30% on HBMEC compared to MSC (Figure 3D). Taken together these results point 
to particular properties of HBMEC in facilitating the maturation of pre-differentiated 
immature MK.  
 
HBMEC support megakaryopoiesis independently of exogenous hematopoietic cytokines 
To evaluate an intrinsic role of HBMEC, co-cultures were performed as above but in a medium 
completely devoid of exogenous cytokines. MK extending proplatelets were again observed 
and in a proportion that was even higher than in the presence of low cytokine concentrations 
(39.0±1.4 %) (Figure 4A). However, this occurred at the expense of cell proliferation since the 
total number of MK was decreased by more than 2-fold when cytokines were omitted (Figure 
4B), indicating a role of these cytokines in MK proliferation, as schematized in Figure 4E. 
Coculture in the absence of cytokines did not decrease the size of the round MK or the 
proplatelet complexity compared to cultures with cytokines (Figure 3C-D) further supporting 
an HBMEC-mediated effect (Figure 4C-D). In comparison MSC were less supportive of 
proplatelet formation in the absence of cytokines (Figure 4B). We verified that HBMEC did not 
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undergo a substantial drift during the coculture as they were more than 80 % CD45-CD31+ at 
the end of the co-culture (Figure S3). Altogether, the above studies performed in comparison 
with MSC from the same BM favor a specific and intrinsic role of HBMEC in the efficient 
maturation of MK.  
 
HBMEC exhibit enhanced properties compared to other primary endothelial cells 
We then evaluated whether these properties of bone marrow derived EC are restricted to this 
particular tissue or if EC from other origin could have the same impact on MK maturation. 
Human adult primary endothelial cells from iliac artery (HIAEC), a large vessel, and from 
bladder microvasculature (HMVEC) were selected for comparison (Figure S2A). Their EC 
identity was confirmed on their expression of CD31, CD105 and CD144 (Figure S2B and S2C). 
Coculture of immature MK with or without low concentrations of cytokines resulted in the 
production of MK bearing proplatelets on HIAEC and HMVEC, but much less efficiently than 
on HBMEC with less than 10% of MK extending proplatelets (Figure 5). These results strongly 
indicate a specific role of HBMEC in supporting the late phase of megakaryopoiesis and the 
existence of distinct mechanisms and effectors.  
 
Cell-cell contact is required for proplatelet formation on HBMEC  
To explore the possible mechanisms we first evaluated whether they were cell-cell contact 
dependent or through production of a soluble factor. This was evaluated using a Transwell 
assay where HBMEC were cultured in the lower chamber and immature MK added to the 
upper chamber. After 6 days of culture MK differentiated in the upper chamber were almost 
unable to extend proplatelets (Figure 6A) with less than 0.6 % of MK bearing proplatelets 
versus 25 or 39% when in direct contact with HBMEC (Figure 6B). Inefficient proplatelet 
formation was also observed in Transwell assays with HIAEC and HMVEC (data not shown). 
This indicates that endothelial cells support megakaryopoiesis by a cell-cell contact dependent 
mechanism.  
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Collagen XV, a candidate effector for HBMEC specialized properties 
To identify candidate effectors involved in HBMEC specialized functions, RT-qPCR array 
analysis was performed on a panel of 252 genes related to endothelial cells, matrix proteins 
or cell surface proteins. Assays were run in parallel on RNAs from HBMEC, HIAEC, HMVEC and 
MSC. Selection of genes with a Ct <30 and a significant fold change against HBMEC in the same 
direction (up- or downregulation) (Figure 7A) resulted in a list of 26 candidate genes compared 
to HIAEC, HMVEC and MSC. Among these, collagen XV presented an interesting expression 
pattern. Col XV was hardly or not expressed in HIAEC, HMVEC and MSC compared to HBMEC 
as measured by qPCR (Figure 7B). It is a non-fibrillar collagen found in endothelium basal 
lamina, a localization which could provide close points of contact with MK. We investigated 
col XV expression in HBMEC monolayers by immunostaining (Figure 7C.i-iii) and observed col 
XV labeling as long filaments between the cells (Figure 7C.iv). We did not detect Col XV in 
HIAEC, HMVEC and MSC layers. This distribution is compatible with the implication of collagen 
XV in MK-HBMEC contacts and a possible role in MK maturation.  
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DISCUSSION 
The present study provides novel information on the cellular microenvironment of 
megakaryopoiesis in the bone marrow. We showed that HBMEC efficiently and specifically 
support the latest phases of MK maturation via a contact-dependent mechanism. This 
conclusion is strengthened by the fact that the experiments were conducted using freshly 
isolated primary human cells with no addition of exogenous cytokines. Differential RT-qPCR 
analysis (versus MSC and two other primary EC) identified candidate effectors in HBMEC, 
among which collagen XV appeared as a good candidate from its expression in sinusoids basal 
lamina 8.  
The niche concept has been thoroughly put to the test for HSC but a lot less is known 
about the microenvironment supporting megakaryopoiesis. In vitro studies have helped 
identify soluble factors involved in megakaryopoiesis like IL-3 9,10, IL-6 11,12 and the essential 
TPO 13. Questions remain on their production by stromal cells in the vicinity of MK progenitors. 
A number of matrix proteins have also been proposed as regulators of megakaryopoiesis. 
These include fibronectin produced by stromal cells14, which induces MK differentiation, and 
fibrinogen found at the sinusoid vessel wall which promotes proplatelet and platelet 
formation15,16. Mechanical constraints (from stromal cells and matrix proteins) inside the bone 
marrow can also be assimilated as contributing to the MK niche from the observation that 3D 
environments of different stiffness influence megakaryopoiesis 17.  
 A limited number of studies have directly explored and characterized the cellular 
components of the megakaryocytic microenvironment. MSC have been proposed by some 
studies to promote MK differentiation7,18,19 but also to inhibit it20. The diversity of MSC used 
and culture conditions make it difficult to draw firm conclusions. For example the diverse 
composition and concentration of added cytokines could mask the effects directly attributed 
to the MSC. Despite these limitations, a recurrent theme is that MSC or certain populations of 
MSC, play a role at the stages of MK commitment and progenitor proliferation but might be 
less involved in the latest stages of MK maturation. Our results showing that MSC are less 
efficient than EC from the same BM samples in producing MK able to extend proplatelets add 
ground to this proposal.  
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 Bone marrow-derived EC have already been identified as a component of the HSC 
niche. Suggestion that they could also provide a suitable environment for megakaryopoiesis 
came from the seminal work of Rafii and colleagues who showed that HBMEC co-cultured with 
CD34+ cells supported MK differentiation. It was not clear however if these cells also played a 
role in the latest stages of MK maturation. Indirect support for such a role comes from the 
observation that MK progenitors are not randomly distributed within the bone marrow but 
reside in close vicinity to sinusoids 2,4. The present work provides the first direct evidence of a 
specific role of these cells in favoring full MK maturation sufficient to allow for efficient 
proplatelet formation.  
 To support this, care was taken to control several key conditions including: i) the high 
purity of the HBMEC in the coculture assay (at least 88% pure); ii) the use of only primary 
unpassaged cells to limit any possible drift from their native phenotype; and iii) the addition 
of limiting concentrations of hematopoietic cytokines to the culture medium to uncover the 
intrinsic properties of the HBMEC. Furthermore, analysis of the adherent layers at the end of 
the co-culture confirmed the maintenance of their endothelial identity. For physiological 
relevance we also limited our study to cells of human origin despite the constraints attached 
to this type of approach. 
 Having observed a positive and direct role of HBMEC on MK maturation we addressed 
the important question of its specificity. A specific role of HBMEC had already been proposed 
on MK differentiation in comparison with HUVEC 5. Here we found this was also true for MK 
maturation. This was established in a stringent comparison with primary human EC from 
different vascular beds providing a strong argument for the specific properties of HBMEC. This 
in turn allowed us to explore with some level of confidence for possible effectors using a 
differential transcriptomic analysis of HBMEC versus these other EC.  
 The contact-dependency being already established in a Transwell assay we focused our 
attention on transcripts coding for proteins potentially acting locally at the cell surface 
including surface receptors, matrix proteins and proteases. Collagen XV stood out as a good 
candidate in view of its restricted expression in HBMEC. These observations applied equally 
to the col XV transcript and protein, which were nearly undetectable by qPCR and not 
observed by immunofluorescence in HIAEC, HMVEC, respectively. These results were 
unexpected since type XV collagen has been described with a widespread distribution in 
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human tissues by northern blot analysis with an association with vascular, neuronal, and 
mesenchymal cells detected by immunochemistry 21. A very interesting feature of collagen XV 
however is its distinct localization in basement membrane zones. In agreement with this 
immunofluorescence analysis of HBMEC monolayers showed collagen XV-reactive deposits 
between the cells. From this observation, it could be postulated that MK progenitors added 
to the HBMEC layer come in contact with locally secreted collagen XV which in turn directly 
influences their maturation. Collagen XV is a non fibrillar collagen comprising a number of 
domains which could act as linkage with other collagens and neighboring cells. To date the 
role of this matrix protein has been mostly studied within the tumor microenvironment where 
it has been proposed to maintain basement membrane integrity and prevent the migration of 
tumor cells. In comparison almost nothing is known in normal tissues including the bone 
marrow. Additional work is warranted to explore its role in MK maturation.  
In conclusion, this study provides strong evidence that one distinct cellular component 
of the bone marrow, HBMEC, supports maturation of human immature MK in vitro without 
addition of exogenous hematopoietic cytokines. Some candidates involved in this mechanism 
have still to be tested. These findings could bear applications in the culture of MK in vitro to 
improve platelet production. 
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Description Clone Supplier
PECy7 anti-human CD45 HI30 Biolegend
PECy7 anti-human CD68 eBioY1/82A eBioscience
FITC anti-human CD31 WM59 eBioscience
PE anti-human CD90 5E10 Biolegend
A647 anti-human CD105 43A3 Biolegend
A647 anti-human CD144 BV9 Biolegend
FITC anti-human CD73 AD2 Biolegend
PE-CF594 anti-human CD31 WM59 BD Horizon
Table 1 : List of antibodies used for flow cytometry analysis or cell sorting
Figure 1 : Phenotype of HBMEC and MSC populations isolated from human bone
marrow. A. (i) Representative phase contrast image of stromal cells obtained by FACS
sorting of a human bone marrow cell suspension and pre-cultured for 4 days (scale bar :
100 µm). (ii) Phenotypic analysis by flow cytometry of the stromal cells pre-cultured for 4
days before secondary sorting. Dot plots are representative figures of 29 independent
experiments. Mean percentage ±SEM of CD31+CD90+/- (HBMEC) and CD31-CD90+ (MSC)
populations are indicated. B. Representative images of sorted HBMEC (i) and MSC (ii)
(scale bar : 100 µm) after 8 days of culture. C. Flow cytometry analysis of freshly isolated
HBMEC (i) and MSC (ii) after 8 days of culture in their appropriate medium. Representative
dot plots from 3 independent experiments.
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Figure 2 : Characterization of the bone marrow-derived endothelial cells. A. Level of
expression of selected genes in HBMEC represented as fold regulation compared to MSC.
B. Immunofluorescence staining of a HBMEC monolayer for CD31 (PECAM-1) in green.
DAPI staining of the nucleus is in blue (scale bar : 100 µm). C. Transmission electron
microscopy of HBMEC showing (i) intracellular Weibel-Palade bodies (scale bar : 200 nm)
and (ii) a characteristic junction between two cells (scale bar : 1 µm). D. (i) Uptake of
Alexa-488 labelled acetylated low density lipoprotein by HBMEC. (ii) Tube formation of
HBMEC layered over matrigel after 5 hours (scale bar : 200 µm).
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Figure 3 : Efficient proplatelet production after co-culture of immature MK with HBMEC.
A. Representative images of MK obtained after a 6-day coculture in low cytokines conditions
with (i) HBMEC, (ii) MSC, or (iii) cultured without stromal cells. Arrowheads indicate proplatelet
elements (scale bar : 50 µm). B. Percentage of MK extending proplatelets at day 6 of culture on
HBMEC or MSC layers, or without stromal cells. C. Surface of proplatelets at day 6 of culture on
HBMEC or MSC stromal layers. Area for each proplatelet element was calculated by Photoshop
and Image J analyses and represented in pixels. D. Diameter of the MK population not
extending proplatelets at day 6 of culture on HBMEC or MSC stromal layers. Values in B-D are
the mean±SEM of n=8 (HBMEC), n=6 (MSC) and n=3 (No Stroma) independent experiments.
**p<0.001;***p<0.0001 with one-way Anova or Student-t test.
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Figure 4 : Exogenous cytokine addition is not necessary to sustain proplatelet formation.
A. Percentage of MK extending proplatelets on HBMEC or MSC layers, at day 6 of culture
with low cytokine concentrations (white bars) or without addition of cytokines (black bars),
or without stromal cells. B. Fold increase in MK number after coculture on HBMEC or MSC
layers with low cytokine concentrations (white bars) or without addition of cytokines (black
bars). C. Size of proplatelets after culture on HBMEC or MSC layers for 6 days with low
cytokine concentrations (white bars) or without addition of cytokines (black bars) as
quantified in Fig.3C. D. Diameter of MK not extending proplatelets at day 6 of culture on
HBMEC or MSC stromal layers in the absence of added cytokines. E. Schematic explanation
for the increased proportion of mature MK without addition of cytokines (Figure 4A). Values
in A-D are the mean values±SEM of n=8 (HBMEC), n=6 (MSC) and n=3 (No Stroma)
independent experiments. **p<0.001;***p<0.0001 with one-way Anova or Student-t test.
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Figure 5 : HBMEC induce proplatelet formation more efficiently than primary endothelial
cells from other sources. Percentage of MK extending proplatelets on Human Illiac Artery
Endothelial Cells (HIAEC), Human MicroVascular Endothelial Cells (HMVEC) or HBMEC with
or without addition of hematopoietic cytokines. Values are the mean values±SEM of n=8
(HBMEC) and n=3 (HIAEC, HMVEC) independent experiments. ***p<0.0001 with one-way
Anova test.
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Figure 6 : Cell-cell contact is required for proplatelet formation on HBMEC. A.
Representative image of a 6-day culture of MK in the upper chamber of a Transwell in a low
cytokine cocktail with HBMEC in the lower chamber (scale bar : 50 µm). Arrowhead is
showing a proplatelet. B. Percentage of MK with proplatelets with cells in contact with
HBMEC or in the upper chamber of a Transwell (No contact), with or without addition of
cytokines. n=4 for Transwell conditions and n= 8 for the contact condition. ***p<0.0001
with One way Anova test.
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Figure 7 : RT-qPCR array analysis identifies collagen XV as a candidate effector in HBMEC.
A. Schematic representation of the qPCR-array strategy to identify candidate genes involved
in HBMEC specific support of MK maturation. B. Relative expression of collagen XV
transcripts in HIAEC, HMVEC and MSC compared to HBMEC. C. Representative
immunofluorescence images illustrating collagen XV expression in green in monolayers of
HIAEC (i), HMVEC (ii), a mix of MSC and HBMEC (iii), or pure HBMEC (iv). PECAM-1 is
represented in red and DAPI in blue (scale bar : 75 µm).
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Figure S1 : Method for isolating stromal cells from human bone marrow
(Upper panel) Protocol used for human medullar stromal cells isolation. (Lower panel)
Representative dot plots of the stromal cells and percentage of HBMEC and MSC after
isolation in the CD45- population. Dot plots are representative of 40 independent
experiments. Mean percentage ±SEM of CD31+CD90+/- (HBMEC) and CD31-CD90+ (MSC)
populations are indicated.
SS
C
CD45/CD68 CD31
C
D
9
0
Viable cells CD45- cells
7.09±1.3
8.6±1.5
Figure S2 : Phenotype of HIAEC and HMVEC
A. Representative images of (i) HIAEC and (ii) HMVEC monolayers (Scale bar : 100 µm). B.
FACS analysis of cultured HIAEC. Representative dot plots for CD45, CD31, CD90, CD105 and
CD144 expression. C. FACS analysis of cultured HMVEC. Representative dot plots for CD45,
CD31, CD90, CD105 and CD144 expression.
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Figure S3 : Phenotype of stromal cells after coculture
Bar graph representing the percentage of the different endothelial cells (A) or MSC (B) in
the CD45-CD68- fraction of the remaining monolayer after a 6-day coculture (evaluated
with flow cytometry). Values are the mean±SEM of n=6 (HBMEC), n=2 (HIAEC, HMVEC)
and n=3 (MSC) independent experiments.
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2. Discussion  
 Dans cette seconde partie de ma thèse nous nous sommes demandés si les HBMEC 
procuraient un environnement favorable à la maturation finale des MK.  
J’ai pu montrer que ces cellules endothéliales favorisent la production de MK à un stade 
avancé de maturation par rapport à des MSC provenant du même prélèvement de moelle 
osseuse. Ceci est illustré par le pourcentage important de cellules capables d’émettre des 
proplaquettes. Les cultures réalisées en absence de cytokines suggèrent, que les HBMEC 
exercent par elles-mêmes et de manière directe, un effet sur les MK immatures pour les 
amener à un stade de maturation avancé. La comparaison avec des cellules endothéliales 
provenant d’autres organes indique des propriétés et mécanismes restreints aux HBMEC. Ces 
résultats vont dans le sens de ce qui avait été suggéré par S. Rafii et prolongent ces travaux 
(Hamada et al., 1998; Rafii et al., 1995; Rafii et al., 1994). Dans notre étude, un soin particulier 
a été porté à la vérification du phénotype du stroma utilisé. Ainsi la pureté des cellules 
stromales a été contrôlée avant et après la co-culture et les cellules ont été utilisées 
uniquement à passage 0. Je me suis intéressée aux étapes finales de maturation et d’émission 
de proplaquettes, un aspect qui n’avait pas été développé jusqu’ici. Enfin, la spécialisation des 
HBMEC, qui n’avait auparavant été mise en avant qu’en comparaison avec des cellules HUVEC 
a été démontrée ici en utilisant des cellules endothéliales primaires et adultes dont seule 
l’origine diffère avec les HBMEC, rendant ainsi possible l’identification de gènes candidats par 
analyse transcriptomique différentielle. 
 
Mise au point et caractérisation des cultures d’HBMEC 
Les HBMEC contrairement aux MSC, sont des cellules particulièrement difficiles à cultiver et 
dont le phénotype peut ne pas se maintenir en culture. Au cours de cette étude, le phénotype 
des HBMEC a été validé phénotypiquement mais également fonctionnellement. En plus de 
l’utilisation des cellules à P0 uniquement, la pureté des HBMEC a été vérifiée avant et après la 
co-culture par cytométrie. Les conditions de culture ont été adaptées pour permettre une 
expansion optimale des HBMEC et restreindre une dérive au cours des passages et de la co-
culture avec l’apparition d’une population au phénotype mésenchymateux au détriment des 
HBMEC. Pour cela nous avons évalué l’effet de la présence ou non d’un coating de gélatine et 
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comparé différents milieux plus ou moins riches en sérum (EGM2 versus EGM2-MV) (Lonza). 
Les conditions sélectionnées ont été la présence de gélatine et le milieu EGM2-MV. En cas de 
dérive observée l’hypothèse de transition endothélio-mésenchymateuse (Endo-MT) est 
privilégiée par rapport à une contamination avec des MSC qui semble peu probable au vu de 
la pureté des EC vérifiée après le tri et qui ne contenaient aucune cellule dans la fenêtre des 
MSC (données non montrées). Une tentative de tri de cette population mixte lors d’une dérive 
n’a pas permis de conserver leur phénotype de cellule endothéliale plus longtemps en culture.  
Suite à ces observations, nous n’avons entrepris de co-culture qu’avec des puits d’HBMEC ne 
présentant aucune dérive par observation préalable au microscope optique. Ces puits ont par 
ailleurs été analysés en cytométrie permettant de définir une moyenne de 88% d’HBMEC, un 
niveau de pureté qui s’est avéré suffisant pour déduire les propriétés propres aux HBMEC. A 
la fin des co-cultures cette pureté a été vérifiée et s’est maintenue à un niveau minimum de 
80%. Pour les expériences futures, il serait évidemment préférable de pouvoir maintenir une 
population pure ce qui nécessiterait l’évaluation d’autres types de milieux. Une piste possible 
serait de bloquer les effets du TGFβ connu pour induire l’Endo-MT (Cooley et al., 2014; Pardali 
et al., 2017), en incluant un antagoniste des récepteurs au TGFβ tel que le GW 788388 (Tocris). 
Une autre intervention possible serait d’optimiser les concentrations de FGF (Fibroblast 
Growth Factor), un facteur présent dans la moelle osseuse qui inhibe l’Endo-MT (Chen et al., 
2012) et participe au maintien des cellules endothéliales.  
 
Choix du milieu de culture : un compromis imposé par la co-culture de cellules aux besoins 
différents  
Les co-cultures n’ont pas été réalisées dans un milieu de culture classiquement utilisé pour la 
différenciation des MK mais dans le milieu EGM2-MV, un milieu destiné à la culture de cellules 
endothéliales. Ceci apporte un argument supplémentaire en faveur d’un effet propre des 
HBMEC indépendant de l’ajout de cytokines hématopoïétiques utilisées dans les milieux 
favorisant la mégacaryopoïèse. Il faut cependant tenir compte du fait que le milieu EGM2-MV 
contient 5% de sérum dont il est difficile de connaitre la composition en cytokines et 
notamment en TPO, la cytokine principale de la mégacaryopoïèse. Néanmoins plusieurs 
données permettent de supposer que le sérum n’a que peu d’influence sur les effets observés. 
Des co-cultures réalisées en milieu EGM-2 qui ne contient que 2% de sérum montrent une 
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capacité équivalente des HBMEC à soutenir la production de MK avec proplaquettes (Figure 
18). De plus, les concentrations estimées de TPO provenant du sérum (Kosugi et al., 1996) sont 
de l’ordre de 3 fg/mL dans le milieu EGM2-MV alors que les concentrations habituellement 
utilisées pour différencier des MK in vitro sont comprises entre 50 et 100 ng/mL (Hamada et 
al., 1998; Strassel et al., 2016) permettant d’éliminer l’influence de cette cytokine dans les 
effets observés en co-culture. Enfin, la culture de MK immatures dans le milieu EGM2-MV sans 
cellules stromales ne permet pas d’obtenir de proplaquettes renforçant l’hypothèse que les 
cytokines présentes dans le milieu ne sont pas des acteurs majeurs.  
  
 
 
 
 
 
Différentes compositions de stroma selon le territoire osseux 
Les HBMEC et les MSC utilisées dans cette étude proviennent d’une pièce anatomique, le 
plateau tibial, qui n’est pas habituellement utilisée pour l’étude de l’hématopoïèse. Celles-ci 
proviennent plus souvent de tête de fémur ou de crête iliaque. Au début de l’étude, les HBMEC 
et les MSC ont été isolées à partir de tête de fémur par une procédure nécessitant une étape 
de déplétion des cellules CD45+ par sélection négative par billes magnétiques. La moelle de 
plateau tibial (PT) contenant beaucoup moins de leucocytes (données non montrées) a permis 
Figure 18 : La production de proplaquettes ne dépend pas de la concentration en sérum du 
milieu utilisé. Histogramme représentatif du pourcentage de MK émettant des proplaquettes 
sur le stroma HBMEC en condition faible de cytokines “Low cytokine” en EGM2 (2% de sérum) 
ou EGM2-MV (5% de sérum). Les valeurs sont des moyennes±SEM de n=2 (EGM2) et n=8 
(EGM2-MV) expériences indépendantes. ns = non significatif, test de Student. 
TRAVAIL DE THÈSE - PARTIE 2 
 
140 
 
de s’affranchir de cette étape et a permis de plus d’obtenir un nombre bien plus important 
d’HBMEC malgré la plus faible quantité de tissu récupérée par échantillon (Figure 19). Ceci 
suggère une vascularisation plus riche de la moelle au niveau du PT, un point qui n’a pas 
encore été examiné à ce jour. Par ailleurs les HBMEC provenant de PT ont montré une 
tendance EndoMT beaucoup moins importante. Ces résultats indiquent que des différences 
notables existent selon le territoire osseux en termes de vascularisation et plus largement de 
microenvironnement cellulaire. Ceci pourrait être évalué en comparant différentes sources de 
moelle provenant d’os du crâne (souvent observé en imagerie intravitale chez la souris) ou 
encore de crête iliaque siège d’une forte hématopoïèse chez l’adulte.  
 
 
 
 
 
 
Les résultats observés s’appliquent-ils quelle que soit l’origine des progéniteurs CD34+ ? 
Les MK immatures utilisés dans les expériences de co-culture ont été prédifférenciés selon un 
protocole établi au laboratoire à partir de cellules CD34+ issues de sang circulant de donneurs 
sains, plus précisément à partir de filtres de déleucocytation utilisés dans la préparation des 
produits transfusionnels (globules rouges, plaquettes et plasma) (Strassel et al., 2016). Il reste 
Figure 19 : La proportion et le nombre de HBMEC obtenus sont plus importants à partir de 
plateau tibial. Graphe représentant le pourcentage (i) ou le nombre (ii) de HBMEC au 
moment du tri (préculture de 4 jours) en fonction de l’origine de la moelle: plateau tibial ou 
fémur. (i) Les valeurs sont des moyennes±SEM de n=8 (fémur) et n=19 (plateau tibial) 
expériences indépendantes. (ii) Les valeurs sont des moyennes±SEM de n=6 (fémur) et n=31 
(plateau tibial) expériences indépendantes. **p<0.005 ; ns = non significatif, test de Student. 
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à évaluer si des cellules issues de patients mobilisés, de moelle ou de sang de cordon ombilical 
qui sont plus fréquemment utilisées pour la différenciation de MK en culture présentent les 
mêmes capacités de maturation en présence d’HBMEC (Van Epps et al., 1994). Nous sommes 
déjà en mesure d’évaluer les CD34+ isolées à partir de PT ou de tête de fémur dont la présence 
a été déjà vérifiée par cytométrie en flux (données non montrées).  
 
L’origine artérielle ou veineuse des HBMEC a-t’elle une influence ? 
Il serait intéressant de pouvoir séparer les cellules endothéliales artérielles et sinusoïdes. En 
effet, nous avons vu dans la partie A.IV.2.a de l’introduction générale que les MK étaient 
préférentiellement situés à proximité des sinusoïdes au sein de la moelle osseuse. Cette 
séparation semble possible chez la souris (N. Brouard, résultats non montrés) mais n’est pas 
encore envisageable chez l’Homme où la caractérisation des vaisseaux s’est limitée à l’analyse 
histologique. De plus, les marqueurs utilisés jusqu’ici l’ont été principalement en imagerie et 
restent à valider en cytométrie en flux. La validation chez l’Homme des marqueurs sinusoïdes 
décrits chez la souris permettrait d’étudier un rôle différentiel des cellules endothéliales 
artérielles et sinusoïdes dans la mégacaryopoïèse.  
  
Pertinence de l’analyse différentielle pour identifier des effecteurs et évaluation des 
candidats retenus dans la 1ère analyse 
La différence observée entre les HBMEC, les MSC et les autres cellules endothéliales pour 
soutenir la maturation des MK a laissé supposer un programme d’expression particulier dans 
les HBMEC. Pour l’évaluer, une analyse différentielle par RT-qPCR array a été engagée. Une 
limite de cette approche est que les différences fonctionnelles observées entre les types 
cellulaires pourraient intervenir au niveau post-transcriptionnel. De plus, nous avons choisi de 
cibler un nombre restreint de gènes. Malgré ces limites nous avons pu identifier une protéine, 
le col XV, présentant des caractéristiques compatibles avec un rôle particulier des HBMEC par 
un mécanisme contact dépendant. Son expression protéique est spécifique des HBMEC dans 
notre étude. Pour évaluer l’implication du col XV, des cultures de MK immatures sur du col XV 
recombinant humain sont envisagées. Une deuxième approche sera d’induire l’expression de 
col XV dans les HIAEC et HMVEC et d’évaluer leur capacité à reproduire les propriétés des 
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HBMEC. A terme, une étude plus systématique du transcriptome complet des HMVEC, HIAEC, 
HBMEC et MSC est envisageable pour compléter l’identification de candidats potentiels.  
Au-delà du col XV l’approche par RT-qPCR array a permis d’identifier d’autres candidats 
intéressants (voir tableau 3). Les CD83 et CD79b sont intéressants de par leur forte différence 
d’expression entre les HBMEC et les autres cellules stromales testées. Enfin, deux 
métalloprotéases, les MMP-2 et MMP-14 pourraient être impliquées dans les phases finales 
de transmigration des proplaquettes au travers de l’endothélium en permettant la digestion 
des composants de la lame basale. 
En conclusion, nous avons établi un nouveau modèle de co-culture basé uniquement sur des 
cellules primaires et humaines. Notre système permet de ne pas ou peu rajouter de cytokines 
hématopoïétiques dans le but de ne pas interférer dans les interactions entre les cellules 
stromales et hématopoïétiques. Ce modèle pourra être utilisé afin d’étudier les phénomènes 
de transmigration des proplaquettes et MK ou encore d’évaluer l’interaction des HBMEC ou 
MSC avec des CSH provenant de ces mêmes prélèvements. Nous avons également mis en 
évidence un mécanisme spécifique aux cellules médullaires restant encore à définir 
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Tableau 3 : Liste des gènes sélectionnés par RT-qPCR array. 
Ces gènes ont été sélectionnés suite à une expérience de RT-qPCR sur 252 gènes. La méthode de 
sélection est décrite dans l’article 2.  
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C. DISCUSSION GÉNÉRALE ET PERSPECTIVES 
 
Durant la mégacaryopoïèse, une CSH va progressivement s’engager, proliférer puis se 
différencier en progéniteur MK qui après maturation va émettre des proplaquettes au travers 
des sinusoïdes et libérer les plaquettes dans la circulation sanguine. Ce processus a lieu dans 
le foie fœtal durant l’embryogenèse et dans la moelle osseuse chez l’adulte. Bien que la 
structure et la composition de ces tissus diffèrent, leur capacité commune à soutenir 
efficacement l’ensemble des étapes de la mégacaryopoïèse indique l’existence dans ces 
organes d’un microenvironnement présentant des propriétés communes. Le 
microenvironnement regroupe les éléments cellulaires mais également les facteurs solubles 
et les protéines de matrice extracellulaire. La connaissance des acteurs du 
microenvironnement influençant spécifiquement la mégacaryopoïèse est à ce jour encore très 
incomplète et représente un frein pour reproduire efficacement ce processus in vitro.  
Dans ce contexte, le premier objectif de ma thèse a été d’étudier le microenvironnement 
cellulaire du FF murin et d’évaluer sa capacité à soutenir la mégacaryopoïèse à partir de CSH 
humaines. Le deuxième objectif a été d’étudier les cellules stromales de la moelle osseuse 
impliquées plus particulièrement dans les phases finales de la mégacaryopoïèse dans un 
système in vitro entièrement humain. Ces deux parties complémentaires m’ont permis 
d’aborder l’ensemble des étapes allant de la CSH au MK mature capable d’émettre des 
proplaquettes. Ces travaux se sont inscrits dans une thématique commune du laboratoire 
visant une meilleure compréhension des mécanismes intervenant dans la mégacaryopoïèse 
avec comme application la production de plaquettes in vitro.  
 
Le microenvironnement cellulaire du foie fœtal : particularités de la population V+P- 
Le foie fœtal est un site majeur de l’hématopoïèse durant l’embryogenèse. Il est colonisé par 
les CSH à partir de E11 chez la souris (Morrison et al., 1995) et est le lieu de leur expansion 
jusqu’à E15.5-E16.5. A partir de E17.5, les CSH migrent dans la moelle osseuse qui restera le 
siège de l’hématopoïèse chez l’adulte (Christensen et al., 2004). Des MK matures de grande 
taille sont observés dans le FF murin dès E13 (Gandhi et al., Gordon Research Conference 
2013, Galveston) et ils sont capables, in vitro, de produire des plaquettes (Schulze, 2012). Le 
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FF possède donc à un stade donné, un microenvironnement favorable à la production de MK 
matures capables de donner ensuite des plaquettes. Dans la première partie de cette thèse je 
me suis intéressée aux cellules non hématopoïétiques présentes dans le FF et à leur capacité 
à soutenir la mégacaryopoïèse. A partir de FF à E13.5, période d’expansion des progéniteurs 
hématopoïétiques, nous avons pu isoler trois populations stromales sur l’expression 
différentielle de VCAM-1 et PDGFRα (Platelet Derived Growth Factor receptor α), dont deux 
sont de type mésenchymateux et une population de progéniteurs hépatiques. Cette dernière, 
de phénotype V+P- a montré dans des cocultures en présence de CSH murines qu’elle favorisait 
la production de MK, ceci dans un milieu restreint en cytokines hématopoïétiques. J’ai pu 
montrer que ces propriétés s’appliquaient également aux CSH d’origine humaine indiquant 
l’existence d’un mécanisme commun. Ainsi, le stroma V+P- permet, en comparaison aux deux 
autres populations stromales une meilleure production de MK matures et polyploïdes à partir 
de CSH humaines provenant de sang circulant. De plus, ce stroma favorise la production de 
progéniteurs MK présentant un phénotype CD34+CD41dim et ayant un fort pouvoir 
proplaquettogène (Strassel et al., 2016). La population V+P- permet donc de soutenir plusieurs 
étapes de la mégacaryopoïèse, jusqu’à la production de MK humains polyploïdes, à l’exception 
de la production de proplaquettes et de plaquettes. Plusieurs études avaient déjà démontré 
que le microenvironnement médullaire murin était compatible in vitro pour le soutien de 
l’hématopoïèse humaine en particulier les lignées comme MS5 (Radtke et al., 2016) ou OP9 
(Ji et al., 2008; Van Coppernolle et al., 2009). Nous montrons ici que des cellules stromales 
hépatiques murines sont également capables de soutenir la mégacaryopoïèse humaine.  
 Les cellules V+P- possèdent les caractéristiques d’un progéniteur hépatique non encore 
différencié en hépatocyte, ce qui explique leur présence transitoire en si grand nombre lors 
du développement embryonnaire. Ces cellules n’ont pas stricto sensu d’équivalent dans la 
moelle ou dans d’autre organes chez l’embryon et sont présentes en quantité très faible chez 
l’adulte. Elles sont très rares chez l’adulte et correspondraient à des cellules souches 
hépatiques. Les cellules V+P- représentent une population de progéniteurs hépatiques qui à 
E13.5 commencent à se différencier en hépatocytes ou cellules épithéliales biliaires (Ruebner 
et al., 1990). Les progéniteurs hépatiques présentent des marqueurs de type épithéliaux tels 
que les cytokératines 18 et 19, EpCam ou la E-cadhérine mais aussi hépatiques avec Dlk1 
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(Tanimizu et al., 2003). La population V+P- présente ce phénotype à la fois hépatique et 
épithélial.  
 Le mécanisme précis impliqué dans l’action du stroma V+P- reste à élucider. Nous avons 
pu mettre en évidence son caractère contact dépendant, ce qui pourrait orienter vers des 
récepteurs exprimés à la surface des cellules. La voie de signalisation du récepteur 
transmembranaire Notch a été impliquée dans la régulation de la mégacaryopoïèse (Mercher 
et al., 2008). Nous avons pu mettre en évidence une expression exclusive de Jag2, ligand de 
Notch, par les cellules V+P- en comparaison aux autres cellules stromales du FF. Ce couple 
ligand/récepteur pourrait être à l’origine des résultats obtenus et des études sont en cours 
pour tester cette hypothèse. 
 
Microenvironnement équivalent dans la moelle osseuse ? 
 Des cellules stromales de fonctions similaires aux cellules V+P- sont vraisemblablement 
présentes chez l’adulte mais avec a priori un phénotype différent. Une population cellulaire 
candidate en terme d’action, classiquement décrite comme favorisant la mégacaryopoïèse, 
est représentée par les MSC (Angelopoulou et al., 2003; Cheng et al., 2000; Hatami et al., 2015; 
Strassel et al., 2016). En accord avec ces observations j’ai pu montrer que remplacer le stroma 
V+P- par des MSC de moelle osseuse de souris (phénotype CD45-CD140a+CD105-/dim) 
permettait une production de MK à partir de CSH humaines équivalente à celle observée sur 
le stroma V+P- (données non montrées), et ceci jusqu’à la production de proplaquettes. Ces 
cellules présentent donc des propriétés similaires de soutien des stades précoces de la 
mégacaryopoïèse, mais également de l’étape de maturation, ce qui diffère du stroma V+P-.  
 Nous pourrions exploiter ces similitudes d’action entre la population V+P- et les MSC 
adultes, pour réaliser une analyse transcriptomique différentielle en vue d’identifier des 
effecteurs communs. Une approche s’appuyant sur le développement de lignées 
immortalisées est également envisageable, soit à partir des V+P- ou de MSC. Pour cela est 
actuellement mise en place une stratégie s’appuyant sur l’utilisation de souris Immorto (Jat et 
al., 1991) où l’immortalisation des cellules in vitro peut être activée de manière 
thermosensible. Le criblage des clones obtenus sur leur capacité à soutenir ou non la 
mégacaryopoïèse pourrait permettre de comparer le transcriptome des clones positifs et 
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négatifs. Un criblage avec une banque de siRNA est également envisageable sur la population 
V+P- (soit primaire soit provenant des lignées « immorto » qui seront établies) afin de mettre 
en évidence un gène responsable de la perte de soutien de la mégacaryopoïèse. Lors des 
cocultures nous avons observé une forte adhérence des MK au stroma. Cette particularité 
pourra être utilisée pour sélectionner facilement par microscopie les siRNA d’intérêt. Pour le 
moment cette phase d’adhésion n’a pas été décrite dans la littérature et il serait intéressant 
de déterminer si elle est nécessaire pour initier le développement des proplaquettes. 
 
Microenvironnement des étapes finales de la mégacaryopoïèse : propriétés particulières 
des cellules endothéliales de la moelle 
Dans une deuxième partie de mon travail l’accent a été porté sur une population particulière 
de cellules stromales, les cellules endothéliales vasculaires, idéalement situées d’un point de 
vue anatomique pour intervenir dans les étapes finales de maturation des MK. Suite aux 
difficultés rencontrées pour cultiver les cellules endothéliales médullaires murines nous nous 
sommes par la suite limités aux cellules humaines. Dans ce but j’ai développé une méthode 
de purification et de culture de cellules endothéliales de moelle osseuse humaine adulte 
(HBMEC). Il y a une vingtaine d’année, l’équipe de S. Rafii a montré l’implication de 
l’endothélium dans la différenciation des MK à partir de cellules CD34+ et dans leur passage 
dans la circulation. Ces travaux suggéraient déjà des propriétés particulières des cellules 
endothéliales de la moelle par comparaison avec les HUVEC et les MSC (Hamada et al., 1998; 
Rafii et al., 1995; Rafii et al., 1994). Par rapport à cette étude nous avons adapté notre modèle 
pour nous focaliser sur les étapes finales de maturation des MK et dégager les effets 
strictement attribuables aux cellules endothéliales. Pour les cellules hématopoïétiques le 
choix s’est porté non pas sur des HSC mais sur des progéniteurs MK immatures humains et le 
point de lecture de l’état de maturation a été la formation des proplaquettes. Pour révéler les 
propriétés intrinsèques des cellules endothéliales, les cultures ont été réalisées en présence 
de concentrations limitantes de cytokines et in fine sans addition de cytokines. Dans ces 
conditions j’ai pu montrer que les HBMEC permettaient une production efficace de MK 
matures émettant des proplaquettes. Cet effet a également été observé pour les MSC de 
moelle mais moins efficacement. De même une moindre efficacité a été observée lorsque les 
HBMEC ont été comparées à des cellules endothéliales primaires humaines provenant d’autre 
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organes renforçant l’hypothèse d’une spécialisation fonctionnelle des HBMEC. A l’image de ce 
qui a été observé pour les cellules V+P- du foie fœtal, l’effet facilitateur des HBMEC dépend du 
contact entre les cellules. Ceci pourrait impliquer des interactions directes de type récepteur 
et contre-récepteur entre les deux types cellulaires ou indirectes entre le progéniteur MK et 
une protéine de matrice ou cytokine sécrétée localement par les HBMEC. Une approche par 
RT-qPCR a permis d’établir une liste de gènes différentiellement exprimés par les HBMEC par 
rapport aux MSC et aux autres cellules endothéliales. Les profils d’expression et l’analyse de 
la littérature nous ont conduit à nous intéresser au col XV.  
 
Rôle possible du collagène XV dans la maturation des MK 
Le collagène XV est une protéine de matrice de 1388 acides aminés de la famille des collagènes 
non fibrillaires. Il est principalement présent au niveau des épithéliums, des nerfs, des muscles 
mais également de la lame basale des microvaisseaux où il serait idéalement localisé pour 
interagir avec les progéniteurs MK proches de l’endothélium (Amenta et al., 2005; Myers et 
al., 1996). Il est associé in vivo avec des GAG tels que le dermatan sulfate, la chondroïtine 
sulfate ou l’héparan sulfate et ces interactions pourraient être à l’origine de fonctions diverses 
(Amenta et al., 2005). Les souris déficientes pour le col XV présentent un défaut de maturation 
du système nerveux, des cardiomyopathies et des malformations des capillaires (Clementz 
and Harris, 2013; Eklund et al., 2001). Le col XV a surtout été étudié dans le contexte du cancer 
où il inhibe la transition épithélio-mésenchymateuse en interagissant avec la E-cadhérine 
(Clementz et al., 2013). Son expression corrèle avec le tissu tumoral puisqu’il est retrouvé dans 
la lame basale des sinusoïdes dans les carcinomes hépatiques alors qu’il y est absent en 
condition non pathologique (Kimura et al., 2016). Son interaction avec d’autres cadhérines 
comme la VE-cadhérine présente dans les jonctions intercellulaires entre cellules 
endothéliales n’est pas connue. Nos données montrent que l’endothélium des sinusoïdes 
n’est pas fenêtré dans la moelle (Anita Eckly, communication personnelle), le col XV pourrait 
être impliqué dans ce maintien d’un endothélium continu via l’interaction avec la VE-
cadhérine. Son expression dans la moelle osseuse humaine n’a pas encore été étudiée. Les 
premières images obtenues sur les HBMEC en culture indiquent une production de col XV du 
côté considéré comme apical de ces cellules alors qu’in situ la production a lieu du côté basal. 
Ceci pourrait s’expliquer par une polarisation anormale des HBMEC en conditions de culture. 
L’implication du col XV dans la maturation des MK pourra être évaluée en cultivant des MK 
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immature directement sur une surface recouverte de cette matrice. Du fait de ses nombreux 
interactants in vivo, il est cependant envisageable que cet effet nécessite la présence d’autres 
composants de la matrice. Une autre approche pour établir son implication serait alors 
d’introduire le col XV par transduction dans des cellules endothéliales ne l’exprimant pas et 
d’observer l’effet sur la maturation des MK. 
 
Rôle des HBMEC d’origine artérielle ou veineuse  
Un des points qui n’a pas été abordé dans ce travail concerne l’origine artérielle ou veineuse 
des HBMEC utilisées en coculture, sachant que les marqueurs utilisés pour trier ces cellules 
(CD31 ou même CD105) ne permettent pas de les distinguer. Plusieurs marqueurs ont été 
proposés pour les distinguer essentiellement dans la souris, comme VEGFR3, Sca1, CD73 ou 
encore SCF, mais qui n’ont été souvent validés qu’in situ et n’ont jamais été utilisés pour isoler 
les deux types de cellules endothéliales (Breitbach et al., 2018; Hooper et al., 2009; Nombela-
Arrieta et al., 2013; Xu et al., 2018). Au vu des données montrant une grande proximité entre 
les MK et les sinusoïdes (Lichtman et al., 1978; Stegner et al., 2017) l’hypothèse la plus 
probable est que la maturation finale des MK ait lieu au niveau des sinusoïdes qui sont de type 
veineux. La séparation de ces deux types de cellules endothéliales sera requise pour le 
démontrer. Une deuxième condition sera de pouvoir maintenir la spécificité des deux types 
de cellules endothéliales en culture après leur isolement.  
 
Applications à des modèles d’étude 
Le protocole mis en place pour purifier et cultiver des HBMEC primaires va permettre 
d’aborder de nouvelles questions pour lesquelles les outils n’étaient pas encore disponibles. 
Par exemple, la question du mode d’interaction des MK avec les cellules endothéliales et les 
mécanismes du passage des proplaquettes au travers de la barrière endothéliale. Des études 
microscopiques de la moelle de souris ont montré que les MK interagissaient avec les cellules 
endothéliales en émettant des structures ressemblant à des podosomes (Eckly et al., 2019, en 
révision). L’étude de ces interactions sur des HBMEC en culture pourra permettre d’explorer 
plus finement les mécanismes et acteurs mis en jeu. De même des observations du passage 
des proplaquettes ont été réalisées in situ et in vivo suggérant des mécanismes distincts de 
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ceux observés dans des cultures de MK, par exemple sur l’implication des microtubules 
(Brown et al., 2018). Ici également des cocultures de MK et d’HBMEC permettront de mieux 
caractériser ces différences et de modéliser le passage au travers de l’endothélium dans des 
systèmes de type Transwell. Dans notre système de coculture, il existe une incertitude sur 
l’orientation apico-basale des cellules endothéliales. Par la suite, l’orientation de ces cellules 
devra être évaluée et prise en compte puisque l’endothélium est polarisé in vivo et cette 
particularité est sans doute importante pour les mécanismes de passages.  
 
 Une autre application envisageable des HBMEC ou lignées dérivées de BMEC de souris, 
serait de les inclure dans des modèles de culture se rapprochant plus de la moelle. L’approche 
serait de réunir en 3-D un stroma contenant à la fois des MSC et des cellules endothéliales 
pour reproduire un système vasculaire. Des systèmes de ce type ont déjà été décrits mais 
utilisant des cellules endothéliales de type HUVEC dont les propriétés semblent peu adaptées 
pour soutenir une mégacaryopoïèse efficace. Des matrices à base de biomatériaux de type 
fibre de soie ou gel de hyaluronan ont été mis au point dans cet objectif (Abbonante et al., 
2017; Di Buduo et al., 2018; Tozzi et al., 2018). Des microchambres de culture peuvent être 
envisagées avec possibilité d’y utiliser différentes matrices et d’y appliquer un flux mimant le 
flux sanguin (Sieber et al., 2018; Wang et al., 2015). Des puces de type « bone marrow on a 
chip » sont déjà utilisées dans l’étude de la niche des CSH (Sieber et al., 2018; Torisawa et al., 
2014). Ensuite, une reconstruction en utilisant différentes couches cellulaires est également 
possible (Guduric et al., 2017). Les péricytes, une population de MSC localisées au contact de 
l’endothélium, pourront également être évalués dans ces modèles. Les sinusoïdes médullaires 
en sont partiellement recouverts et plusieurs phénotypes leur sont attribués notamment 
l’expression du CXCL12 (Acar et al., 2015) et du récepteur à la leptine (Ding et al., 2012). Les 
péricytes qui recouvrent les vaisseaux sinusoïdes n’ont pas été pris en compte dans notre 
modèle de coculture (Bianco, 2011). Leur contribution dans la mégacaryopoïèse est pour le 
moment inconnue et une modélisation 3D les impliquant permettra de se rapprocher au plus 
près du microenvironnement in situ. Des approches similaires sont utilisées pour recréer des 
vaisseaux lymphatiques (Gibot et al., 2017) ou des sinusoïdes hépatiques par exemple (Griffin 
and Gao, 2017) laissant augurer des progrès dans un proche avenir en vue de modéliser au 
plus près l’environnement 3D de la moelle osseuse.  
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 Enfin, les protocoles mis en place pourraient également permettre l’étude de 
l’endothélium dans des conditions pathologiques. On peut imaginer qu’en situation 
inflammatoire ou de lésion de l’endothélium (sepsis, irradiation ou chimiothérapie), les 
propriétés de soutien de la mégacaryopoïèse soient altérées. Certaines de ces conditions 
pourront être modélisées in vitro en traitant par exemple les HBMEC par des cytokines 
proinflammatoires ou du LPS et en évaluant la répercussion en cocultures. 
 
En conclusion les travaux réalisés au cours de cette thèse ont permis de mieux définir le 
microenvironnement cellulaire impliqué dans la mégacaryopoïèse. Les résultats obtenus nous 
permettent de conclure qu’il n’existe pas un seul microenvironnement pour la 
mégacaryopoïèse, mais une succession de microenvironnements permettant chacun de 
favoriser des étapes précises de ce processus. Ces microenvironnements agissent via des 
interactions dynamiques entre cellules, comme nous l’avons vu dans ce travail, en produisant 
des composés solubles ou des matrices. En termes de perspectives, ce travail de thèse permet 
d’ouvrir des pistes de recherche afin de mieux comprendre les acteurs et mécanismes mis en 
jeu dans la mégacaryopoïèse avec comme application possible d’améliorer la production de 
plaquettes in vitro.  
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Résumé  
Les plaquettes sanguines ont comme rôle principal d’arrêter les saignements. Elles sont produites 
dans la moelle osseuse par des mégacaryocytes (MK) qui proviennent de la différenciation des 
cellules souches hématopoïétiques (CSH). L’objectif de ma thèse a été d’identifier les éléments 
cellulaires du microenvironnement contrôlant la mégacaryopoïèse. Mon travail a permis 
d’identifier une population particulière de progéniteurs hépatiques du foie fœtal capable de 
promouvoir in vitro les étapes précoces de la mégacaryopoïèse à partir de CSH humaines et 
murines (Brouard et al., 2017). Le rôle des cellules endothéliales (EC) dans les étapes tardives 
de maturation a été étudié après purification à partir de moelle humaine dans des expériences 
de co-culture avec des MK prédifférenciés. Mes résultats montrent que ces EC ont la propriété 
unique, par comparaison avec des EC d’autres tissus, de promouvoir la maturation des MK. Une 
analyse transcriptionnelle différentielle a permis d’identifier des effecteurs possibles ouvrant des 
pistes pour mieux comprendre les mécanismes de la mégacaryopoïèse et pour améliorer la 
production des plaquettes en culture. 
Mots-clés : mégacaryopoïèse, hématopoïèse, microenvironnement, cellule stromale, 
endothélium, cellule souche mésenchymateuse 
 
Résumé en anglais 
The main role of platelets is to stop bleeding. They are produced in the bone marrow by 
megakaryocytes (MK) that are produced by the differentiation of hematopoietic stem cells (HSC). 
The objective of my thesis was to identify the cellular elements of the microenvironment controlling 
megakaryopoiesis. My work has identified a particular population of hepatic progenitors from the 
fetal liver capable of promoting in vitro the early stages of megakaryopoiesis from human and 
murine HSC (Brouard et al., 2017). The role of endothelial cells (EC), purified from human bone 
marrow, in late maturation stages was studied in co-culture experiments with predifferentiated 
MK. My results show that these EC have the unique property in comparison with EC from other 
tissues, of promoting the maturation of MK. A differential transcriptional analysis identified 
possible effectors that could lead to a better understanding of the mechanisms of 
megakaryopoiesis and improve platelet production in culture. 
Key words : megakaryopoiesis, hematopoiesis, microenvironnement, stromal cells, endothelium, 
mesenchymal stem cell 
 
